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A relação entre ambiente, águas, alimentos e parasitos de veiculação hídrica e alimentar 
é complexa, sendo a contaminação com fezes o principal elo relacionado à transmissibilidade 
de diferentes enteroparasitos que se encontram poluindo o ambiente. A capacidade de 
identificar e confirmar sua presença como agentes causadores de surtos epidêmicos, ainda é 
limitada, especialmente quando considera-se seu isolamento e detecção em amostras hídricas e 
alimentares. Diante esse cenário, foram avaliadas amostras (n=57) de águas de piscinas para a 
detecção de T. gondii, Cryptosporidium spp. e  Giardia spp. e amostras de hortaliças para a 
detecção de ovos de helmintos. Para a detecção dos protozoários patogênicos, foi utilizado o 
método de filtração em membranas descrito por Franco et al., 2001, introduzindo algumas 
modificações como pré-filtração (quando foi requerido) e  centrifugo-concentração a 1500 x g 
(15min). A purificação da amostra foi feita por separação imunomagnética (IMS), utilizando 
dissociação térmica, seguido por o teste de imunofluorescência direta para cistos de Giardia e 
oocistos de Cryptosporidium, visualizados sob  microscópio de epifluorescência. Para a 
detecção de oocistos de T. gondii, foi feita uma flutuação com sacarose a partir do liquido de 
descarte da  IMS, e esse produto foi filtrado em membrana de 25 mm e visualizada sob luz UV. 
Pela microscopia,  foram detectados Giardia spp. (4/21; 19,0%), Cryptosporidium spp. (2/21; 
9,5%) e formas semelhantes aos oocistos de T. gondii (7/21; 33,3%).  Nas análises moleculares, 
Giardia foi confirmada em 3/4 piscinas previamente positivas por IFA, enquanto que nenhuma 
amplificação de DNA de Cryptosporidium foi obtida. Para as estruturas similares aos oocistos 
de Toxoplasma gondii, houve amplificação em 3/7 piscinas. A detecção de ovos de helmintos 
em hortaliças, constou de duas etapas.  Na Primeira, foi realizado um estudo inter-laboratorial 
para avaliar o desempenho da metodologia padronizada e validada por Matosinhos et al., 
(2016), na recuperação de ovos de Ascaris spp.  Amostras de alface e rúcula foram 
contaminadas artificialmente com ovos de Ascaris suum e foram analisadas pelos diferentes 
laboratórios. Para alface, a média de recuperação de ovos foi de 57,10 (± DP: 37,6) e de 50,7% 
(± DP: 29,0) para a rúcula. Na segunda etapa, foi examinada a contaminação natural de alface, 
rúcula ou coentro por helmintos, em sete cidades de cinco estados brasileiros, utilizando a 
metodologia de Matosinhos et al., (2016). Para tanto, foram analisados 672 amostras (334 de 
alface, 249 de rúcula e 89 de coentro). Ovos de helmintos foram detectados em 12,5% de todas 
as amostras de hortaliças. Os ovos de Ascaris sp. foram os mais encontrados (6,25%), seguido 





contaminação com ovos de helmintos foi semelhante entre os diferentes vegetais analisados 
(qui-quadrado, χ2 = 4.9896, p valor = 0.2884), com níveis de contaminação de 9,8% para a 
alface, 16,06% para a rúcula e 12,3% para o coentro. A presença de diferentes parasitos 
contaminando as águas de piscinas (protozoários) e as hortaliças (helmintos) pode aumentar o 
risco de aquisição de infecções pelos usuários e consumidores.  
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Relationships between water- and food-borne parasites and their environment are 
complex. Fecal contamination is the main axis related to transmission of enteroparasites 
contaminating the environment, but the capacity to identify and to confirm their presence as 
causal agents of epidemic outbreaks is still limited, regarding, in particular, its isolation and 
detection protocols in water and food samples. Considering this background, fifty-seven 
samples of swimming-pool water were analyzed to detect Toxoplasma gondii, Cryptosporidium 
spp. and Giardia spp.  Samples of some leafy vegetables were also analyzed to detect 
helminthes eggs. The detection of waterborne protozoa from water samples was performed in 
accordance with Franco et al, 2001, with minor modifications to detect pathogenic protozoa. 
Protocol modifications were the performance of sample pre-filtration (if needed) and a step of 
centrifugation-concentration at 1500 g for 15 minutes. Sample purification was carried out by 
immunomagnetic separation (IMS) using thermal dissociation. Giardia cysts and 
Cryptosporidium oocysts identification was made by direct immunofluorescence under the 
epifluorescence microscope.  In order to detect T. gondii oocysts, a sacarose fluctuation protocol 
for the IMS discarded liquid was performed; this product was filtered through a 25 mm 
membrane and examined under ultra-violet light. By epifluorescence microscope analysis, all 
parasitic forms were detected: Giardia spp. (4/21; 19.0%), Cryptosporidium spp. (2/21; 9.5%) 
and T. gondii oocysts-like (7/21; 33.3%). Molecular tests confirmed Giardia findings in 3 out 
of 4 IFA positive swimming-pools but Cryptosporidium results were not confirmed by DNA 
amplification. For Toxoplasma gondii oocysts-like forms, positive autofluorescence results 
were confirmed by DNA amplification in 3 out of 7 swimming-pools. Analysis of leafy 
vegetables was divided in two stages. The first one was an inter-laboratorial study to evaluate 
the performance of the method that was standardized and validated by Matosinhos et al., (2016) 
for Ascaris spp. eggs recovery. In this stage, lettuce and arugula samples were artificially 
contaminated with Ascaris suum eggs and these samples were analyzed by several laboratories. 
Egg’s recovery means were 57.10 (± SD 37,6) for lettuce and 50.7% (± SD: 29.0) for arugula. 
On the second stage, natural contamination of lettuce, arugula and cilantro samples by 
helminthes eggs was tested in seven cities of five Brazilian states, using Matosinhos et al., 
(2016) method. Overall, 672 samples were evaluated (lettuce: 332, arugula: 249, cilantro: 89) 
and 12.5% of them tested positive for helminthes eggs. The most frequent finding was Ascaris 






no difference on the contamination levels by helminth eggs among the several types of 
vegetables (χ2 = 4.9896, p = 0.2884); contamination levels were 9.8%, 16.06%, and 12.3% for 
lettuce, arugula and cilantro, respectively. Swimming-pool water contamination by protozoa or 
food contaminations by helminthes represent a higher risk of infection for users and consumers.  
 
Key words: Toxoplasma gondii, Cryptosporidium, Giardia, Swimming pools, Helminths, 
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Os estudos parasitológicos têm evoluído de acordo aos desafios atuais.  Nos últimos 
vinte anos as evidências científicas permitiram estabelecer novas abordagens, não somente 
focadas nas doenças, se não, em aspectos relevantes como a ecologia parasitária, a saúde 
pública, a epidemiologia molecular, dentre outros. Estes fatos permitem estabelecer medidas 
preventivas previamente às curativas, elucidando os fatores envolvidos nas interações 
parasito/homem/animais/ambiente.  
A Parasitologia Sanitária tem como objetivo estudar os parasitos de interesse em saúde 
pública, que se encontram contaminando a água, o solo e os alimentos. Para seu estudo, além 
dos ciclos de vida, patogenicidade, virulência, via de transmissão, dentre outros, devem ser 
considerados diferentes determinantes ecológicos e sua relação com fatores bióticos e abióticos 
que determinam a sobrevivência e dispersão dos agentes parasitários (WHO, 2004). Em poucas 
palavras, a Parasitologia Sanitária pretende inquirir as interações que acontecem entre animais, 
humanos e parasitos em um determinado ambiente o qual favorece a dispersão, transmissão e, 




Adaptado de Cotruvo et al.,  2004. 
Fig. 1. Interações das doenças transmitidas pela água, os alimentos e o ambiente. 
Uma parte fundamental da abordagem “One Health” para a profilaxia dos parasitos que 
são encontrados poluindo o ambiente é alcançar uma melhor concepção dos aspectos 
ambientais, epidemiológicos e etiológicos, utilizando  estratégias  de  saúde a longo prazo,  





para criar sinergias globais para todos os aspectos dos cuidados de saúde dos seres humanos, 
dos animais e do meio ambiente (a tríade da saúde) (RYAN et al., 2016). 
O uso da água para as atividades humanas geralmente é classificado em quatro tipos: 
doméstico, agrícola, industrial e recreativo (sem esquecer o uso para geração de energia e 
transporte). A falta de água para cada tipo de uso conduz a diversos efeitos; no caso do uso 
agrícola, na perda da produtividade industrial e na ingestão de água contaminada 
(MOTOSHITA et al., 2011). Atualmente, a contaminação da água é um dos problemas mais 
sérios no mundo todo. Dados da Organização Mundial da Saúde indicam que aproximadamente 
10% do total de doenças transmissíveis, em escala global, poderiam ser evitadas com a simples 
adoção de boas práticas higiênico-sanitárias, ampliação e/ou instauração de saneamento básico 
e gerenciamento hídrico (PRÜSS-ÜSTÜN et al., 2008). 
A poluição de diferentes matrizes de água destinadas ao consumo humano com 
protozoários patogênicos e o uso de esgoto para fins agrícolas representam uma séria ameaça 
para milhões de pessoas no mundo todo (PLUTZER e KARANIS, 2016). O crescimento 
acelerado da população, o desenvolvimento industrial, o aumento da demanda de recursos 
hídricos para diversos fins, destacando-se o uso agrícola e recreativo, tem um alto impacto na 
utilização da água, e por sua vez, na qualidade da mesma. 
Segundo a Organização Mundial da Saúde, pelo menos 1,8 bilhões de pessoas usam 
uma fonte de água potável contaminada com fezes.  Estima-se que 842.000 pessoas morrem a 
cada ano de diarreia como resultado do consumo de água não potável e à falta de saneamento 
básico, sendo as doenças de etiologia diarreicas mais comumente relacionadas com a 
contaminação de água e alimentos (WHO, 2015).  
O Fundo das Nações Unidas para a Infância (UNICEF, 2017) aponta que a diarreia é a 
principal causa de morte de crianças (com idade inferior a cinco anos), sendo responsável por 
9% dos óbitos em escala mundial, no ano de 2015. Isso se traduz em que mais de 1.400 crianças 
morrem todos os dias, ou cerca de 526.000 crianças morrem por ano, apesar da disponibilidade 
de um tratamento simples e eficaz para a diarreia. 
A qualidade da água para fins potáveis e recreativos tradicionalmente é avaliada 
mediante o uso de parâmetros bacteriológicos, baseados na enumeração e na detecção dos 
microrganismos indicadores de contaminação fecal (DAVIS et al., 2009; EL-SALAM, 2012).  
Durante as últimas décadas, uma estratégia que se pratica como um “padrão ouro” é a utilização 
dos coliformes termotolerantes, os enterococos e Escherichia coli como indicadores da 





Os protozoários Toxoplasma gondii, Cryptosporidium spp. e Giardia spp. são 
frequentemente associados a surtos epidêmicos  pela contaminação de fontes de água, água 
potável e águas para atividades de recreação (SOUZA et al., 2012; LEAL et al., 2013), 
especialmente em piscinas onde a desinfecção da água ocorre somente pela cloração (CAUSER 
et al., 2002; SMITH et al., 2006; WHEELER et al., 2007; BOEHMER et al., 2009; PINTAR et 
al., 2010; MAYNE et al., 2011; SCHETS et al., 2011; HLAVSA et al., 2011; VYTHELINGUM 
et al., 2012; POLGREEN et al., 2012; GUTHRIE, 2013; MC BRIDE et al., 2013; McCANN et 
al., 2014; PULESTON et al., 2014; HLAVSA et al., 2015; COPE et al., 2015; SUPPES et al., 
2016).  
Os cistos e oocistos destes protozoários são eliminados por seus hospedeiros em 
elevadas concentrações, são resistentes à cloração e apresentam uma grande persistência frente 
a fatores limitantes, especialmente, aos estressores ambientais; podem sobreviver por longos 
períodos (por exemplo, seis meses em água superficial e temperatura de 20°C) em diferentes 
ambientes aquáticos (ADAM et al., 2016). 
São muitas as causas relacionadas à contaminação dos recursos hídricos por esses 
patógenos. No caso das piscinas, a grande maioria dos episódios de aquisições de doenças 
infecciosas por banhistas está relacionada à contaminação fecal da água. O material fecal é 
introduzido na água por diversas vias: - quando um indivíduo realiza uma evacuação fecal 
acidental a partir da eliminação de fezes formadas ou diarreicas na água; - quando resíduos 
fecais presentes em regiões específicas do corpo dos nadadores e banhistas são carreados para 
a água por ausência de adequada higienização pessoal antes de nadar, - devido à captação de 
água contaminada para utilização na piscina bem como, - rompimento de encanamentos de 
esgotos que acidentalmente caem na rede hidráulica. Em piscinas descobertas e ao ar-livre 
(“outdoor pools”) também pode ser resultado de contaminação direta por fezes de animais 
(CDC, 2011; EL-SALAM, 2012; HEALTH PROTECTION NSW, 2013; EPA, 2009; EPA, 
2012). 
O controle da ocorrência desses surtos epidêmicos é dificultado pelo fato de que estes 
parasitos provocam infecções endógenas com baixa dose infectante (cerca de 9 a 10 oocistos 
ou cistos) (DUPONT et al., 1995; OKHUYSEN et al., 1999). As densidades de contaminação 
ambiental com cistos e oocistos infectantes são suficientes para poluir o ambiente aquático, e 
os oocistos e cistos são bastante pequenos para transpor as barreiras representadas pelas etapas 





empregados (SHIELDS et al., 2008).  Assim, o número de surtos epidêmicos de doenças 
gastrointestinais associados às águas de piscina é crescente (CHALMERS et al., 2012). 
Nos Estados Unidos (EUA) e na Europa, especialmente no Reino Unido, nos últimos 
anos, uma grande quantidade de surtos epidêmicos envolvendo águas de recreação foram 
reportados (DZIUBAN et al., 2006; LIANG et al., 2006; CAUSER et al., 2002; CASANOVAS-
MASANAS e BLANCH, 2013; HEALTH PROTECTION NSW, 2013; HLAVSA et al., 2017) 
Desde 1999, as piscinas têm sido o cenário mais frequentemente relacionado aos surtos 
epidêmicos  de criptosporidiose na Inglaterra e no País de Gales (SMITH et al., 2006; 
NICHOLS et al., 2013; GUTHRIE et al., 2013).  
No Brasil, a criptosporidiose e a giardiose representam uma importante causa de 
morbidade nas crianças de 0 a 5 anos (UCHÔA et al., 2001; GONÇALVES et al., 2006;  
CARVALHO-ALMEIDA et al., 2006; CORONATO et al., 2016; OLIVEIRA-ARBEX et al., 
2016). Embora ainda nenhum surto de veiculação hídrica por Cryptosporidium spp. e Giardia 
spp. tenha sido devidamente documentado no Brasil, fica evidente a real possibilidade de 
ocorrência de surtos epidêmicos, em função da contaminação dos mananciais brasileiros 
(FRANCO, 2007; CANTUSIO NETO et al., 2010). 
Segundo Dore (2015) três surtos epidêmicos de toxoplasmose humana foram relatados 
no Panamá, Canadá e Brasil pelo consumo de água contaminada com oocistos de T. gondii, 
sendo um dos mais documentados o ocorrido em Santa Isabel do Ivaí, PR, Brasil (DE MOURA 
et al., 2006) o qual aconteceu pela contaminação de um reservatório de água da cidade que 
apresentava infiltrações, por oocistos presentes nas fezes de gatos jovens que habitavam o local. 
O número de casos relatados neste surto ultrapassou os que foram registrados anteriormente em 
outros episódios, constituindo-se no maior surto de toxoplasmose relatado até o momento no 
mundo, sendo a primeira vez em que o parasito foi isolado da água incriminada (VAUDAUX 
et al., 2010). 
Até onde nosso conhecimento permite afirmar, no Brasil são praticamente inexistentes 
dados sobre a ocorrência destes protozoários em águas de recreação, visto que a pesquisa destes 
patógenos não é feita rotineiramente em água de piscinas.  Greinert et al. (2004) realizaram 
ensaios de contaminação artificial com oocistos de Cryptosporidium e cistos de  Giardia em 
água de retrolavagem de filtro de piscina visando avaliar a sensibilidade de detecção da 
metodologia empregada para sua pesquisa em situação natural de contaminação no Estado de 
Santa Catarina. Apesar de constituir um problema de Saúde Pública, não são registrados dados 





Por outro lado, os vegetais são essenciais para a saúde humana, visto que seu consumo 
está associado à redução do risco de acidente vascular cerebral, doenças cardiovasculares, e 
ainda funciona como fator protetor contra determinados tipos de cânceres (JUNG et al., 2013; 
JIN et al., 2014). Entretanto, quando não apresentam boas condições higiênico-sanitárias, 
podem tornar-se uma importante fonte de infecções humanas, mediante veiculação de 
patógenos bacterianos, virais e parasitários (SLAVIN e LLOYD, 2012). Estes alimentos 
possuem maior risco de contaminação por parasitos visto que, em muitos locais, ainda se faz 
uso de fertilizantes orgânicos com fezes de animais (podendo haver presença de fezes humanas) 
e até mesmo do lodo condicionado de esgoto (resíduo do tratamento de estações de efluentes) 
(AMOAH et al., 2006).  
As principais fontes de contaminação dos vegetais estão relacionadas à contaminação 
fecal de origem humana e animal, água contaminada (irrigação, limpeza) e, por contaminação 
durante a produção, colheita, transporte, preparação e/ou durante o processamento 
(MOHAMED et al., 2016). A utilização de água contaminada, bem como a contaminação 
durante toda a cadeia de produção do alimento, tem sido fortemente correlacionada como as 
principais fontes de surtos de diarreia e de outras doenças transmitidas por alimentos (DUEDU 
et al., 2014).   
A transmissão de parasitos por alimentos contaminados é favorecida quando estes são 
consumidos crus, como as hortaliças. Ovos, larvas, cistos e oocistos de parasitos intestinais 
apresentam marcada resistência a condições ambientais adversas (FALLAH, 2012). Estima-se 
que mais de dois bilhões de pessoas estejam infectadas ou vivendo em área de risco de aquisição 
de parasitoses intestinais em escala mundial (FAO/WHO, 2014). As doenças parasitárias 
veiculadas por alimentos representam um grande desafio sendo muitas vezes negligenciadas. A 
notificação da maioria destas doenças às autoridades de saúde não é obrigatória, portanto, os 
relatórios oficiais não refletem sua real prevalência. Adicione-se a este cenário, a dificuldade 
em associar determinada doença com um tipo de alimento específico, especialmente em 
situação de surto epidêmico, onde vários fatores podem ser ponderados: os parasitos apresentam 
complexos ciclos de vida, que podem incluir vários hospedeiros; a doença pode apresentar um 
longo período de incubação, ser subclínica ou assintomática e, as avaliações retrospectivas 
somente são feitas quando existe a notificação dos casos (FAO/WHO, 2014). 
Além disso, as doenças parasitárias transmitidas pelos alimentos geralmente são pouco 
investigadas, no entanto, são cada vez mais comuns. Estas doenças continuam sendo uma 





detecção de maneira rápida e eficaz dos contaminantes nas primeiras etapas da cadeia de 
produção dos alimentos, mostrando que o sistema de vigilância epidemiológica apresenta 
algumas falhas, as quais não podem ser ignoradas (YENI et al., 2017).  
A globalização do fornecimento de alimentos, o incremento das viagens internacionais, 
o surgimento de novos grupos de risco, as mudanças nos hábitos alimentares, a melhoria dos 
métodos e ferramentas diagnósticas e a atual facilidade de comunicação entre pesquisadores 
são alguns dos fatores associados ao aumento da detecção de doenças parasitárias transmitidas 
pelos alimentos no mundo todo (DORNY et al., 2009). 
O relatório da FAO/WHO (2014) apresentou uma classificação de parasitos de origem 
alimentar, com base em uma análise multicritério. No ranqueamento, Ascaris spp. foi situado 
no nono lugar de importância. Dos cerca de 600 milhões de casos de doença causada pela 
origem alimentar em 2010, o helminto Ascaris spp. foi um dos agentes mais frequentes, 
causando 14 milhões de casos, ao redor do mundo (WHO, 2015).  
No Brasil, Martins-Melo et al. (2017) realizaram um estudo populacional nacional das 
mortes registradas no Sistema de Informações sobre Mortalidade – SIM, do Ministério de Saúde 
Brasileiro, que aconteceram nos anos 2000 a 2011. Destacaram as helmintoses transmitidas 
pelo solo (HTS) que foram mencionadas nos atestados de óbito, como causas subjacentes ou 
associadas à morte. Identificaram 853 óbitos, sendo Ascaris lumbricoides responsável por 
827(97%) deles. As mulheres [51,8%; (442/853)], crianças menores de 10 anos [72,8%; 
(617/853)], grupos étnicos indígenas e residentes na região Nordeste [40,1%; (342/853)] 
apresentaram os maiores percentuais de mortalidade relacionadas às HTS e, o estado de São 
Paulo registrou a maior proporção de mortes [(14,9%; (127/853)]. 
Fazendo referência à literatura científica consultada, pesquisas têm sido realizadas para 
avaliar a contaminação por parasitos em vegetais em diferentes partes do mundo. Essas 
mostraram que as verduras frescas podem ser uma fonte de transmissão de cistos e oocistos de 
protozoários, assim como ovos e larvas de helmintos como relatado na Arábia Saudita (AL-
MEGRM, 2010), Brasil (ARBOS et al., 2010),  Bolívia (MUÑOZ et al., 2008),  Colômbia 
(CAMPOS et al., 2015), Coréia (HONG et al., 2014), Egito (ERAKY et al., 2014), Filipinas 
(SAI SU et al., 2012), Índia (SUNIL et al., 2014), Irã (ASADPOUR et al., 2016), Itália 
(GIANGASPERO et al., 2015), Líbia (ABOUGRAIN et al., 2009), Nigéria (MAIKAI et al., 
2012), Paquistão (SHAFA-UL-HAQ et al., 2014), Polônia (KŁAPEĆ e BORECKA A., 2012), 





Os incidentes de surtos epidêmicos em água e em alimentos conduzem à questão se os 
agentes etiológicos que são encontrados menos frequentemente como causadores destes 
episódios são, na realidade, pouco frequentes, ou se pelo contrário, existe uma falta de atenção 
e de métodos rápidos e sensíveis para detectar tais parasitos (PLUTZER e KARANIS, 2016).  
Por outro lado, apesar da alta prevalência de infecção parasitária em diversos países, a 
comprovação da transmissão pela água, alimentos e ambiente contaminados tem sido 
problemática no que concerne a implantação de metodologias de detecção (incluindo 
procedimentos padronizados e novas abordagens diagnósticas), para assim estabelecer métodos 
que permitam confirmar a presença do agente etiológico, por exemplo, na ocorrência de surtos 
epidêmicos. 
O monitoramento e análises de amostras de águas e alimentos para detectar protozoários 
e helmintos, nas diferentes matrizes, são tecnicamente difíceis e representam um desafio para 
os diferentes pesquisadores no mundo, já que a detecção em amostras ambientais é prejudicada 
por diversos fatores tais como as baixas concentrações de parasitos, complexidade das matrizes 
avaliadas, as estratégias de coleta e a falta de técnicas com suficiente sensibilidade que 
permitam a detecção da presença desses organismos (KOURENTI e KARANIS, 2006; 
DABRITZ et al., 2007).  
Os altos custos (especialmente nas análises de protozoários) e o tempo requerido para 
se ter um resultado analítico confiável também dificultam a avaliação desses parasitos nas 
amostras ambientais e a determinação das fontes específicas de contaminação para humanos e 
animais (DUMETRE e DARDÉ, 2003). 
Existem várias metodologias descritas para avaliar a contaminação por helmintos e 
protozoários em vegetais. A maioria origina-se de métodos sabidamente eficazes para outras 
matrizes, como água e fezes, mas que não incluem estudos sobre o desempenho dos mesmos 
quando são ajustados para vegetais. A grande variedade de técnicas relatadas demonstra a falta 
de consenso entre os laboratórios que realizam este tipo de estudo, e dificulta a comparação de 
dados de pesquisa obtidos por diferentes grupos (MATOSINHOS, 2012).  Esta dificuldade é 
agravada pela ausência de um protocolo confiável para avaliar a contaminação dos vegetais, 
especialmente aquela relacionada com a presença de ovos e larvas de helmintos.  
Diante esse cenário, Matosinhos et al. (2016) padronizaram uma metodologia para 
identificar ovos e larvas de helmintos presentes nos vegetais crus, estabelecendo assim, um 
método para realizar o diagnóstico de contaminantes parasitários neste tipo de amostras, 





Este projeto está dividido em dois tópicos: - o primeiro, relacionado com os desafios de 
detecção de protozoários patogênicos mediante o uso de técnicas parasitológicas e moleculares 
em amostras de água de piscinas, diante da complexidade da matriz avaliada, e - o segundo 
tópico, relacionado com os desafios de detecção de ovos de helmintos em hortaliças usando 
uma metodologia já padronizada, avaliando sua performance em ensaio inter-laboratorial. 
Assim, o objetivo deste trabalho é: - implementar metodologias padronizadas para a detecção 
parasitológica e molecular de T. gondii, Cryptosporidium spp. e Giardia spp., em amostras de 
água de piscinas e - avaliar a detecção parasitológica de ovos de helmintos em amostras de 
hortaliças, empregando o método padronizado por Matosinhos (2016), em um estudo inter-
laboratorial. 
2. REVISÃO DE LITERATURA 
2.1 Águas de piscinas 
 
Nadar, mergulhar e brincar na água tem sido passatempos globais ao longo da história. 
Os avanços tecnológicos nos sistemas de tratamento das águas de piscinas, os quais combinam 
sistemas de desinfecção, recirculação e filtração - levaram a um incremento no uso recreativo 
da água. Os avanços na concepção de instalações aquáticas públicas têm estimulado a 
construção de locais para o uso da comunidade, os quais podem atender um grande número de 
usuários por dia. Ao mesmo tempo, múltiplas pesquisas têm demonstrado os benefícios sociais, 
físicos e psicológicos que o uso recreativo da água promove para as pessoas de todas as faixas 
etárias (CDC, 2016). 
No entanto, o uso da água para fins de recreação coloca uma série de riscos para a saúde, 
os quais dependem de fatores como a natureza do perigo (físico, químico, microbiológico), a 
característica do corpo de água e o estado imunitário do usuário (WHO, 2006). Algumas das 
consequências das infecções transmitidas pela água são graves e implicam em risco de morte, 
especialmente para crianças pequenas, idosos, gestantes e indivíduos imunocomprometidos 
(CASTOR et al., 2004).  
Nas últimas décadas, os profissionais da área de saúde pública têm visto um aumento 
expressivo nos surtos epidêmicos de doenças transmitidas pela água, associadas a instalações 
aquáticas públicas (por exemplo, piscinas, parques aquáticos, tobogãs, dentre outros) 
(HLAVSA et al., 2015). Este cenário provavelmente é devido à combinação de vários fatores 





Cryptosporidium, o crescimento da participação das pessoas de diversas faixas etárias e 
condições nas atividades aquáticas, o aumento na construção de instalações aquáticas que são 
abertas indiscriminadamente para a população e o interesse no reconhecimento, investigação e 
notificação de surtos epidêmicos por parte das entidades de vigilância da saúde em alguns países 
(CDC, 2016). 
A transmissão das doenças relacionadas com as águas requer que uma abordagem 
multifacetada seja integrada, incluindo a vigilância epidemiológica e a vigilância da qualidade 
físico, química, microbiológica e parasitológica, sendo de vital importância o conhecimento da 
fonte e origem da contaminação, para se ter certeza do risco para a saúde pública que esses 
fatores possam representar. Por isso, quando existe a suspeita de surto epidêmico ou a 
necessidade da vigilância epidemiológica nas instalações aquáticas, justifica-se a necessidade 
de realizar um estudo rigoroso das fontes de contaminação (se são de tipo zoonótico ou 
antroponótico) destas águas, especialmente aquelas que estão em contato direto com os 
usuários, sendo indispensável em locais onde a frequência de indivíduos mais susceptíveis ou 
vulneráveis é maior (crianças, idosos, imunocomprometidos, gestantes, dentre outros).  
A necessidade de pesquisar e conhecer quais são os agentes etiológicos que estão sendo 
implicados na transmissão hídrica, associados às águas de recreação, é de grande relevância. A 
Organização Mundial da Saúde (OMS) publica diversos documentos sobre a segurança do 
ambiente aquático e sua importância para a saúde. Estes documentos incluem uma série de 
diretrizes que fornecem uma revisão e avaliação dos riscos para a saúde associados com as 
águas recreativas, seu monitoramento e avaliação.  Essas diretrizes incluem um guia de boas 
práticas, no qual aborda-se uma ampla gama de tipos de perigo, incluindo os riscos que afetam 
a qualidade da água (WHO, 2006).  
Na Figura 2 é apresentado um resumo realizado pelo Centro de Controle e Prevenção 
de Doenças dos Estados Unidos (CDC), dos surtos epidêmicos de doenças gastrointestinais 
agudas associadas às águas de recreação, por tipo de exposição e etiologia nos Estados Unidos, 
durante os anos 2003 a 2012. Nesta figura pode se observar que o protozoário Cryptosporidium 


































Fig. 2.  Surtos epidêmicos de doenças gastrointestinais agudas associadas às águas de recreação, por tipo 
de exposição e etiologia - Estados Unidos, 2003-2012. 
(Fonte: CDC, 2016. https://www.cdc.gov/mahc/pdf/2016-mahc-annex-final.pdf). 
 
2.2.  Protozoários patogênicos de transmissão hídrica, associados às águas de recreação. 
 
Toxoplasma gondii, Cryptosporidium spp., e Giardia spp. são protozoários parasitas de 
veiculação hídrica que infectam os seres humanos e também uma ampla gama de hospedeiros 
vertebrados no mundo todo. Esses parasitos são transmitidos pela via fecal-oral ou pela ingestão 
de alimentos ou água contaminados e foram incriminados como agentes causadores de surtos 
epidêmicos de veiculação hídrica nos últimos 30 anos. Vários fatores têm favorecido o 
surgimento desses protozoários como patógenos de veiculação hídrica, incluindo sua ampla 
distribuição, a resistência dos cistos e oocistos às condições ambientais, o alto número de 
eliminação de cistos e oocistos por parte dos hospedeiros infectados, a baixa dose infetante, 
dentre outras (CARMENA, 2010; ESCOBEDO et al., 2010).  
Até o ano de 2010, 524 surtos epidêmicos de veiculação hídrica foram registrados, sendo 
Cryptosporidium spp., e Giardia spp., os agentes etiológicos predominantes (com 285 e 202, 
surtos epidêmicos respectivamente), e T. gondii foi implicado em 7 desses conforme Plutzer e 





Tabela 1. Características dos protozoários patogênicos de transmissão hídrica. 




















Moderada Comum Poucos Prolongada Muito Alta 10-14 
Cryptosporidium 
sp. 
Moderada Comum Numerosos Prolongada Muito Alta 4-6 
Giardia 
duodenalis 
Moderada Comum Numerosos Moderada Alta 9-14 
Adaptado de MEDEMA et al., 2006 
 
Efstratiou et al. (2017) realizaram uma compilação dos surtos epidêmicos reportados na 
literatura durante janeiro de 2011 a dezembro de 2016, tendo sido documentada a ocorrência 
de 381 surtos epidêmicos de veiculação hídrica nesse período, sendo que 49% deles foram 
relatados na Nova Zelândia, 41% nos Estados Unidos e 9% na Europa. O agente etiológico mais 
comum foi Cryptosporidium spp., com 63% (239 surtos epidêmicos), seguido por Giardia spp., 
com 37% (142 surtos epidêmicos). Não foram registrados surtos epidêmicos onde outros 
protozoários estivessem implicados.  
Rosado-Garcia et al. (2017) revisaram os surtos epidêmicos relatados por diversos 
pesquisadores nos países de América Latina, durante os anos de 1979 a 2015. Eles apontaram 
a documentação de 16 surtos epidêmicos, sendo que T. gondii (58.8%) e Cyclospora 
cayetanensis (35.3%) foram os principais agentes etiológicos implicados. Além disso, 
evidenciou-se que Giardia spp. e Cryptosporidium spp.  foram os protozoários mais 
frequentemente isolados em diferentes estudos onde diversas amostras de água foram avaliadas, 
seguido pelas amebas de vida livre, T. gondii e C. cayetanensis. 
 Nos Estados Unidos, aproximadamente 134 surtos epidêmicos de veiculação hídrica por 
águas de recreação foram registrados, com mais de 13.996 casos, somente no período de 2007 
a 2008. Desse total, 116 surtos epidêmicos (86,6%), com 13.840 casos (96,5% do total) 
demonstram a relevância e os significativos danos à saúde relacionados com a utilização de 
águas de recreação contaminadas (HLAVSA et al., 2011). 
O agente etiológico foi confirmado em 105 (78,4%) dos surtos epidêmicos, sendo que 
68 (64,8%) deles foram ocasionados por parasitos, 22 (21,0%) por bactérias, 5 (4,8%) por vírus, 
9 (8,6%) por agentes químicos ou toxinas e 1 (1,0%) por etiologias múltiplas (HLAVSA et al., 
2011). Cryptosporidium spp. continua constituindo o agente etiológico dominante associado 





(2015),  Hlavsa et al. (2017) e Suppes et al. (2016), salientando que a metade de todos os surtos 
epidêmicos citados para os anos de 2011- 2012 nos Estados Unidos foi causada por este 
parasito.  Nos EUA, até fevereiro de 2017, 13 estados (54%) de um total de 24, que informaram 
dados de ocorrência, detectaram pelo menos 32 surtos epidêmicos de criptosporidiose 
associados a instalações aquáticas em 2016 (HLAVSA et al., 2017). Na Tabela 2 apresenta-se 
































Tabela 2. Surtos epidêmicos associados a águas de recreação em países desenvolvidos, 
causados pelos protozoários Cryptosporidium spp. e Giardia spp. 
 
ANO PAÍS / OU LOCALIDADE DA DOCUMENTAÇÃO Local/ AGENTE CAUSADOR 
N°. DE CASOS 
CONFIRMADOS 
1982 EUA Piscina/Giardia sp. 70 
1985 EUA Piscina/Giardia sp. 9 
1986 Canadá Tobogã/Giardia sp. 59 
1991 EUA Piscina/Giardia sp. 14 
1991 EUA Piscina para crianças/Giardia sp. 9 
1991 EUA Piscina para crianças/Giardia sp. 7 
1994 EUA Piscina/Giardia sp. 80 
1995 EUA Piscina para crianças /Giardia sp.  e Cryptosporidium 
parvum 
5449 
1996  EUA Piscina para crianças /Giardia sp e Cryptosporidium 
parvum 
77 
1996 EUA Piscina /Giardia sp.  e Cryptosporidium parvum 3000 
1999 UK Piscina /Giardia sp.  e Cryptosporidium parvum 54 
2000 UK Brinquedo de água /Giardia sp.  17 
2002 Suécia Piscina/C. parvum 800 
2003 Mallorca, Espanha Piscina em Hotel/C. parvum 391 
2004 Califórnia, EUA Água de recreação tratada em parque aquático/C. parvum 336 
2004 Califórnia, EUA Tobogã em parque aquático/ Cryptosporidium sp. >250 
2004 Ohio, EUA Piscina/C. hominis 150 
2005 Nagano, Japão Piscina em hotel/C. hominis 41 
2005 New York, EUA Fonte interativa/Cryptosporidium sp.         2.307 
2005 Ohio, EUA Piscina comunitária/ Cryptosporidium sp. 523 
2005 Londres, Inglaterra Piscinas/ C. hominis >120 
2005 NSW, Austrália Piscina/ Cryptosporidium sp. 254 
2006 Missouri, EUA Fonte interativa em parque aquático/ Cryptosporidium sp. 116 
2007 Utah, EUA Diferentes tipos de água de recreação tratadas/ 
Cryptosporidium sp. 
1.302 
2008 Texas, EUA Lagos, piscinas, fontes interativas/ C. hominis. 2.050 
2008 Sydney, Australia Piscina/ C. hominis 31 
2008 EUA Piscina/ G. intestinalis 4 surtos epidêmicos 
(38 casos) 
2009 Austrália Piscinas/ C. hominis 1.141 
2010 Manchester, RU Piscina /C. hominis 48 
2010 South East England, RU Piscina /C. hominis 30 
2010 Niágara região, Canada. Parque aquático/C. hominis 12 
2010 EUA Piscina/ G. intestinalis 7 
2011 UK Piscina/Cryptosporidium sp. 3 surtos epidêmicos  
2012 Broome, Western Austrália. Piscina/C. hominis 18 
2012 UK Piscina/Cryptosporidium sp. 9 surtos epidêmicos  
2012 EUA Piscina/G. intestinalis 1 surto 
2013 Irlanda Piscina/Cryptosporidium sp. 2 surtos epidêmicos (5 
casos) 
2013 UK Piscina/Cryptosporidium sp. 6 surtos epidêmicos  
2014 Irlanda Piscina/Cryptosporidium sp. 5 
2012-
2015 
Ohio,EUA Piscinas/ C. hominis  10 surtos epidêmicos 





2016 Alabama, EUA Piscina/ C. hominis subtipo IfA12G1R5 35 




2.3. Toxoplasma gondii 
 
Toxoplasma gondii é um protozoário que está disseminado ao redor do mundo, causando 
a toxoplasmose, uma das mais prevalentes infecções parasitárias nos humanos e nos animais 
homeotérmicos em todos os continentes (DUBEY, 2014). Um terço da população humana está 
infectado com este parasito de forma crônica (DUBEY, 2010). T. gondii também mostra uma 
grande importância na medicina veterinária, uma vez que é a causa de toxoplasmose em animais 
domésticos, originando infecções neonatais e aborto em ovinos e caprinos (DUBEY, 2010).  
Além disso, este parasito emergiu como um patógeno aquático significativo, 
relacionado com a infecção de mamíferos marinhos, especialmente em lontras, mas os 
mecanismos de transmissão não estão completamente elucidados, sendo somente indicado que 
existe contaminação dos mares e oceanos com oocistos de T. gondii (MAZZILLO et al., 2013). 
T. gondii é um dos protozoários mais estudados, sendo amplamente utilizado como 
modelo para as pesquisas de biologia celular e molecular (SZABO e FINNEY, 2017). O ciclo 
de vida desse protozoário foi descoberto no ano de 1970, quando se constatou que os felinos 
são os hospedeiros definitivos e possuem um estádio que é resistente ao ambiente (oocistos), o 
qual é eliminadosomente nas fezes de gatos/felinos infectados (DUBEY, 2008). 
 Os animais de sangue quente, incluindo os seres humanos, são infectados com T. gondii 
por uma das três seguintes vias: - ingestão de oocistos do ambiente (através de água, solo ou 
alimentos contaminados), ingestão de carne crua de um hospedeiro intermediário infectado com 
cistos de T. gondii nos seus tecidos, ou pela transmissão congênita, da mãe infectada para o 
filho (TENTER et al., 2000). Saliente-se que a carne crua ou mal cozida tem sido considerada 
a principal fonte de infecção (DUBEY e BEATTIE, 1988; CHOI et al., 1997; BARIL et al., 
1999; COOK et al., 2000; LOPEZ et al., 2000; TENTER et al, 2000; ROSS et al., 2001; 
CARME et al., 2002; LAKE et al., 2002) para humanos. Também existem casos pela transfusão 
sanguínea (SINGH e SEHGAL, 2010) e transfusão de leucócitos (SIEGEL et al., 1971) ou em 
decorrência de transplante de órgãos (KHURANA e BATRA, 2016). Outras rotas de infecção 
têm sido documentadas, mas são consideradas incomuns: a rota sexual por esperma 
contaminado com taquizoítos (ARANTES et al., 2009), e pelo consumo de leite e queijos não 
pasteurizados (DUBEY et al., 2014).  





incluindo ovelhas, suínos e coelhos.  A infecção em bovinos, cavalos e búfalos é menos 
prevalente do que a infecção em ovinos ou suínos. Toxoplasma gondii pode sobreviver por anos 
em sua forma de multiplicação lenta (bradizoítos) presentes nos cistos dos tecidos destes 
animais (HILL e DUBEY, 2002).  
Quando se trata de veiculação ambiental, a infecção pode ser adquirida a partir de água 
contaminada e alimentos contaminados com oocistos incluindo frutas e vegetais que são 
usualmente ingeridos crus (LASS et al., 2012), e também por inalação de oocistos a partir de 
poeira ou solo contaminado (GALLAS-LINDEMANN et al., 2013). Os oocistos disseminam-
se no meio ambiente através do vento, água, fezes e pelos artrópodes (vetores mecânicos), 
contaminando as águas superficiais, o solo e os alimentos cultivados, como as frutas e os 
vegetais (HILL e DUBEY, 2002). 
 Estudos epidemiológicos relacionam o risco de adquirir toxoplasmose a partir de 
diferentes ambientes contaminados com oocistos (Tabela 3). Recentemente, T. gondii foi 
reconhecido em alguns surtos epidêmicos de veiculação hídrica ao redor do mundo (JONES e 
DUBEY, 2010), além de ser catalogado como um importante patógeno transmitido aos 
humanos pelo solo (LELÙ et al., 2012) e alimentos (JONES e DUBEY, 2012). 
 
Tabela 3 - Investigações epidemiológicas que relacionam infecção com Toxoplasma gondii 








1985 Ciego de Ávila, Cuba. 
Água não 
potável 284 
Martinez et al., 
1991 
1995 Grenada, West Indies Solo ou água 305 






Água sem filtrar 823 Bahia-Oliveira et al., 2003 
2001 Iauareté, Brasil Água sem filtrar 191 Cavalcante et al., 2006 
2002 Rondônia, Brasil Água de poço ou de rio 195 
Cavalcante et 
al., 2006 
2003 Cascavel, Brasil Gelo caseiro 161 Heukelbach et al., 2007 








Hung et al., 
2007 
2003-2005 Agronomica, Brasil 
Água sem 
tratamento 8 
Khan et al., 
2006 
2004 Aydin, Turquia Água não engarrafada 185 
Ertug et al., 
2005 





Canada e ambiental 2009 
2005 Fortaleza, Brasil Gelo caseiro 666 Sroka et al., 2010 
2005 Salvador, Brasil Água canalizada não tratada 213 





torneira ou da 
chuva. 
181 Nissapatorn et al., 2011 





166 Mahdy et al., 2017 
     
Adaptado de VanWormer et al., 2013  
  
Estudos relatam que aproximadamente 1% dos gatos infectados eliminam oocistos em 
algum momento da vida, durante oito dias em média, contabilizando-se aproximadamente 55 
milhões de oocistos liberados por dia (DABRITZ e CONRAD, 2010;  DUBEY, 2010). Porém, 
o número total de oocistos eliminados por um único gato, pode variar de 3 a 810 milhões 
(DABRITZ e CONRAD, 2010).  
Sabe-se que os oocistos são altamente resistentes no solo e na água (DUMÈTRE e 
DARDÉ 2003; JONES e DUBEY, 2010), e à maioria dos desinfetantes químicos e físicos, 
especialmente ao ácido sulfúrico, e a soluções de detergentes e desinfetantes como o hipoclorito 
de sódio, que é amplamente usado no tratamento das águas de beber e nas águas de uso 
recreativo, como as piscinas (WAINWRIGHT et al., 2007; DUMÈTRE et al., 2008;  JONES e 
DUBEY, 2010). São notavelmente estáveis, especialmente se estão em condições adequadas de 
sombra, umidade e temperatura (TORREY e YOLKEN, 2013). Podem levar de 1 a 5 dias para 
esporular no ambiente e se tornar infecciosos (DUBEY et al., 1998; PLUTZER e KARANIS, 
2016). 
 Em experimentos realizados por Yilmaz e Hopkins (1972), sob condições de sombra e 
temperatura média de 19,5oC, os oocistos permaneceram viáveis durante 13 meses. Oocistos 
mantidos experimentalmente em água de mar e em água doce mantiveram a viabilidade por 24 
e 54 meses, respectivamente (DUBEY, 1988; LINDSAY e DUBEY, 2009). Frenkel e Dubey 
(1972) reportaram que os oocistos também sobreviveram por mais de um ano em frascos 
contendo ácido sulfúrico 2% em temperatura de 48°C. Esses estudos confirmam que os oocistos 
são excepcionalmente resistentes, desempenhando um papel fundamental na transmissão de T. 
gondii (VANWORMER et al., 2013). Um único oocisto pode eventualmente causar infecção, 
sendo este um potencial problema de saúde pública (TORREY e YOLKEN, 2013). 





diversas espécies em todo o mundo, levando a doenças graves e mortes em populações humanas 
e animais (VANWORMER et al., 2013). Os surtos epidêmicos de Toxoplasma gondii por 
veiculação hídrica chamaram a atenção sobre a importância dos oocistos eliminados nas fezes 
de gatos infectados, pois anualmente nos Estados Unidos, aproximadamente 1,2 milhões de 
toneladas de fezes de gato são depositadas no ambiente (TORREY e YOLKEN, 2013). Porém, 
a detecção de oocistos de T. gondii em amostras ambientais é um grande desafio para os 
pesquisadores, pois os oocistos raramente têm sido recuperados do meio ambiente devido à 
falta de métodos sensíveis (DUMETRE  e DARDÉ, 2003).  
 É de grande importância ressaltar os episódios de surtos epidêmicos de toxoplasmose 
por veiculação hídrica que têm sido notificados em diferentes partes do mundo (KARANIS et 
al., 2007; BALDURSSON e KARANIS, 2011; VANWORMER et al., 2013; EFSTRATIOU et 
al., 2017; ROSADO-GARCIA et al., 2017) (Tabela 4). Os mais relevantes são os acontecidos 
na Columbia Britânica, Canadá, onde se apresentaram 112 casos confirmados (100 casos 
agudos e 12 casos de infecção congênita) com cifras de 3.000 a 7.000 casos suspeitos (BOWIE 
et al., 1997) e em Santa Isabel do Ivaí, no Brasil, entre Novembro de 2001 e Janeiro de 2002, 
onde 426 casos apresentaram sorologia sugestiva de infecção aguda por Toxoplasma gondii 
(DAUFENBACH et al., 200;, DE MOURA et al., 2006) e, 295 casos confirmados.  
No surto epidêmico ocorrido no Brasil, posteriormente 408 pacientes foram examinados 
quanto a lesões oculares e anticorpos IgG e IgM para T. gondii; 18 apresentavam lesões típicas 
de retinocoroidites (15 unilaterais, 3 bilaterais) e 24 apresentavam lesões superficiais atípicas 
da retina. Dez mulheres fizeram soro-conversão durante a gravidez, seis bebês nasceram com 
toxoplasmose congênita, quatro com lesões oculares e um com sinais neurológicos. Uma 
mulher e seu bebê apresentaram lesões em ambos os olhos (SILVEIRA, 2002; DUBEY, 2010). 
O surto ocorreu pela contaminação de um reservatório de água da cidade, a qual era captada de 
poços artesianos e não era submetida a tratamento por processos de coagulação ou filtração, 
sendo apenas clorada (ALMEIDA et al., 2011). Além dos indícios epidemiológicos, oocistos 
de T. gondii foram recuperados em uma caixa d’água de uma escola pública do município 
(DUBEY et al., 2004). 
No ano de 2007, em seguida à ocorrência de um surto epidêmico que atingiu um 
pequeno número de pessoas, foi relatado comprometimento visceral por cepas atípicas de T. 
gondii em 11 moradores da Vila de Patam na Guiana Francesa, sendo estimada uma mortalidade 





18 militares, provavelmente pelo consumo de água contaminada com uma cepa de T. gondii 
silvestre (PINO et al., 2009). 
 
Tabela 4. Surtos epidêmicos de veiculação hídrica relatados ao redor do mundo, tipo de 





implicada Casos Referencia 








100 (3000 a 
7000 Prováveis) 
Bowie et al., 
1997 
1995-2002 Guiana Francesa Desconhecida 16 Carme et al., 2002 




426 De Moura et al., 2006 
2004-2005 Lublin, Polônia Água de poço 1 clínico         (24 expostos) 














2006 Guiana Francesa Água superficial 44 Demar et al., 2007, 2012.  
2008 Meta, Colômbia Água estagnada na Floresta 18 
Pinto et al., 
2009 
Adaptado de  VanWormer et al., 2013  
 
A toxoplasmose é uma doença de muitas patologias, duas das mais pesquisadas são a 
toxoplasmose congênita e a toxoplasmose ocular (SZABO e FINNEY, 2017). Esta infecção 
pode ser assintomática ou exibir sintomas que variam de leves a severos. A frequência e a 
severidade da doença podem ter manifestações que variam com a localização geográfica ou 
podem ser associadas com a genética do parasito (MCLEOD et al., 2012). A dose, a via de 
infecção e a genética do hospedeiro também influenciam nas manifestações e consequências 
para as pessoas. Os sintomas estão conexos em parte com o genótipo do parasito (MCLEOD et 
al., 2012).  
Em geral se conhece que aproximadamente 25 a 30% da população humana mundial 





amplamente entre os países (de 10 a 80%) e, frequentemente dentro de um determinado país ou 
entre diferentes comunidades na mesma região (PAPPAS et al., 2009). Níveis baixos de soro-
prevalência (10 a 30%) se observam na América do Norte, no sudeste de Ásia, no norte da 
Europa, e nos países da região do Sahel (localizados na região norte, dentre o oceano Atlântico 
e o Mar Vermelho) de África, prevalências moderadas (30 a 50%) são encontradas em países 
do centro e sul da Europa, e as prevalências altas são relatadas na América Latina e nos países 
da África tropical (GANGNEUX e DARDÈ, 2012). A infecção é frequentemente mais alta nas 
zonas do mundo que possuem climas cálidos e úmidos e altitudes mais baixas (CDC, 2014). 
Considerando-se a diversidade biológica e epidemiológica do parasito, é esperado que 
este seja geneticamente diverso. Assim, a informação da diversidade genética de T. gondii é útil 
para entender melhor os padrões epidemiológicos e a patogenicidade (NING et al., 2015). As 
atividades humanas como a urbanização, a fragmentação da paisagem, a desflorestação, a 
agricultura e a domesticação de animais conduz ocasionalmente à expansão de linhagens 
clonais do parasita (DARDÉ  et al., 2014) 
Nas duas décadas passadas, marcadores genéticos foram desenvolvidos para distinguir 
uma grande variedade de isolados de T. gondii de diferentes hospedeiros em distintas regiões 
geográficas, as quais forneceram ferramentas essenciais para o estudo da epidemiologia 
molecular, a diversidade genética e a estrutura da população de T. gondii (BURG et al., 1989; 
HOMAN et al., 2000; HURTADO et al., 2001; JAUREGUI et al., 2001;  CALDERARO et al., 
2006). Estudos em amostras clínicas evidenciaram que os ensaios com alvos multi-cópia são 
mais sensíveis para detectar T. gondii do que aqueles com alvos de cópia única (JONES et al., 
2000; EDVINSSON et al., 2006).  
Os marcadores genéticos têm sido divididos em duas categorias: marcadores 
diagnósticos e de genotipificação. Para conseguir uma alta sensibilidade, elementos repetitivos 
do DNA são usualmente eleitos como alvos preferenciais. Assim, os alvos mais usados são: 
Gene B1 de 35 repetições (BURG et al., 1989), o qual é o alvo de DNA mais comum para T. 
gondii com uma enorme diversidade de primers e protocolos de PCR publicados, especialmente 
na área clinica (BURG et al., 1989; CASSAING et al., 2006; WAHAB et al., 2010; COSTA et 
al., 2012) e os 529 pb da seqüência do elemento repetição (RE), o qual é um fragmento que é 
repetido de 200 a 300 vezes no genoma (HOMAN et al., 2000) e o ITS-1 ou Gene 18S rDNA 
(HURTADO et al., 2001, JAUREGUI et al., 2001, CALDERARO et al., 2006). Os dados de 
sequenciamento do Elemento de Repetição (ER) recentemente descritos indicam uma 





(REISCHL et al., 2003).  
Referente às amostras ambientais, os pesquisadores têm trabalhado diferentes 
estratégias, por exemplo, Wells et al. (2015)  otimizaram uma  qPCR utilizando o ER de 529 
pb,  resultando no desenvolvimento de um ensaio altamente sensível e específico para a 
detecção de DNA de T. gondii em amostras de água, onde detectaram até 1 oocisto em água 
potável e 10 oocistos em amostras de água bruta com turbidez alta. Verant et al. (2014) 
utilizaram o ER de 529 pb e o Gene B1, para a detecção de oocistos de T. gondii em amostras 
de águas nas Ilhas Galápagos do Equador, mas as estruturas compatíveis com a morfologia dos 
oocistos observadas ao microscópio não puderam ser confirmadas com as analises de PCR.  
Triviño-Valencia et al. (2016) avaliaram a presença de DNA de T. gondii em amostras de água 
durante as diferentes etapas de tratamento em um sistema de água potável, na Colômbia, 
encontrando 27 amostras positivas para Toxoplasma gondii (58,6 %), usando o gene B1 como 
marcador molecular. 
As ferramentas moleculares podem ser usadas para investigar um surto epidêmico, 
entender a circulação das cepas de T. gondii em nível local, entre diferentes ambientes e 
hospedeiros e para determinar a distribuição geográfica dos genótipos e a estrutura da 
população global desse parasito. 
No Brasil, as infecções por T. gondii são amplamente prevalentes em humanos e 
animais. O impacto da toxoplasmose clínica em seres humanos é considerado muito alto 
(DUBEY et al., 2012).  Atualmente, as ferramentas moleculares são imprescindíveis para 
investigar os surtos epidêmicos, nos quais há suspeita da presença deste protozoário. No Brasil, 
desde o ano 2000, é crescente o número de surtos epidêmicos de veiculação hídrica e/ou 
alimentar de Toxoplasma gondii gerando uma relevante demanda em saúde pública (SINAN 
NET/SVS/MS, BRASIL, 2016). Sabe-se que no sul do país, circulam subtipos que são bastante 
virulentos (PENA et al., 2008), surge daí a necessidade de padronização de uma metodologia 
eficiente, rápida e pouco onerosa que permita a detecção de T. gondii em diferentes tipos de 
amostras de água.  
 
2.4. Cryptosporidium  
 
A Organização Mundial da Saúde (OMS) classificou o protozoário Cryptosporidium 
como o patógeno de referência para a avaliação da qualidade da água potável (MEDEMA et 
al., 2006). Foi incluído na Diretiva 2003/99/EC do Parlamento Europeu e no Consulado da 





 Cryptosporidium é transmitido pela via fecal-oral e é um dos principais agentes 
patogênicos de veiculação hídrica (SLAPETA, 2017). Os oocistos deste parasito são 
extremamente resistentes, disseminam-se facilmente através da água e são tolerantes a vários 
desinfetantes: podem sobreviver na água que contém os níveis recomendados de cloro (1-3 
mg/L) e pH (7.2-7.8) pelo CDC,  durante mais de 10 dias (SHIELDS et al., 2008).  
A inativação e remoção de Cryptosporidium dos sistemas de água tem se mostrado um 
problema particularmente difícil, e devido à natureza recalcitrante deste protozoário, o 
tratamento é direcionado à utilização de múltiplas barreiras como a coagulação-floculação 
química, seguida de etapas de filtração com o fim de aperfeiçoar sua remoção física 
(BETANCOURT et al., 2004). 
Dependendo da espécie de Cryptosporidium, os sintomas e as manifestações da doença 
podem variar. Um estudo realizado em adultos saudáveis voluntários determinou que a dose 
necessária de C. hominis (ID50) para causar infecção era de 10 a 83 oocistos. Embora a dose 
infecciosa mais baixa para C. hominis tenha sido calculada em 10 oocistos, na realidade, um 
oocisto poderia ser suficiente para causar infecção (CHAPPELL et al., 2006; CHAPPELL et 
al., 2011), sobretudo entre indivíduos imunocomprometidos. 
A sintomatologia relacionada com Cryptosporidium é caracterizada por diarreia: - a qual 
pode ser prolongada (7-14 dias) ou persistente (≥14 dias), levando à desnutrição, internações e 
até a morte (MOORE et al., 2010; SHIRLEY et al., 2012), dor abdominal, náuseas e/ou vômitos 
e mal-estar geral (SCHETS et al., 2004; CDC, 2007, NICHOLS et al., 2013; CHECKLEY et 
al., 2015), porém em crianças, podem ocorrer sintomas de artrite reativa (SING et al., 2003; 
JUAN et al., 2007). Esta é uma doença que em indivíduos saudáveis tem caráter autolimitado, 
com permanência de sinais e sintomas por até 3 semanas, no entanto, está relacionada com uma 
maior morbidade e mortalidade infantil quando comparada a outras doenças gastroentéricas  
(LIMA et al., 2000). 
Ademais, no recente estudo Multicêntrico Entérico Global, que abrangeu mais de 9.000 
crianças com diarreia, Cryptosporidium despontou como um dos mais relevantes patógenos, 
especialmente em crianças menores de 2 anos (KOTLOFF et al., 2013).  
Este é um patógeno emergente que afeta as crianças tanto em países em 
desenvolvimento como desenvolvidos e, também indivíduos imunocomprometidos. Sendo 
insuficiente o uso de ferramentas de diagnóstico nesses países, a carga da infecção e sua relação 
com o crescimento infantil, a desnutrição e a mortalidade causada pela diarreia permanecem 





desenvolvidos, em grande parte como resultado dos surtos epidêmicos apresentados em 
instalações aquáticas destinadas para a recreação (SNELLING et al., 2007, HLAVSA et al., 
2017). 
A criptosporidiose é uma infecção pós-transplante tardia e grave. A apresentação clínica 
está associada com sintomas digestivos e pode ser complicada, localizando-se no ducto biliar 
ou no pulmão, em direta dependência dos níveis de células de defesa (LANTERNIER  et al., 
2016). Afeta os indivíduos imunocomprometidos, e possivelmente é uma doença com risco de 
morte para eles, já que até o momento somente é usada a Nitazoxanida, o único medicamento 
aprovado pelo FDA para o tratamento da criptosporidiose, mas o mesmo não é eficaz em 
indivíduos imunocomprometidos e não é rotineiramente utilizado (FOURNIER et al., 2002; 
ABUBAKAR et al., 2007; MEAD e ARROWOOD, 2014; RYAN et al., 2014). Não existem 
medicamentos curativos para tratar infecções com Cryptosporidium (CHECKLEY et al., 2014; 
THOMPSON et al., 2005). Esse cenário é agravado pelo fato que a cobertura da terapia 
antirretroviral é inadequada ou insuficiente em países em desenvolvimento, sendo esse o único 
meio atual de tratar pacientes HIV com criptosporidiose (SHIRLEY et al., 2012). 
Cryptosporidium é uma das principais causas de diarreia moderada a severa, em 
humanos no mundo todo, sendo somente superado pelo rotavírus (RYAN et al., 2016). Devido 
à ampla gama de hospedeiros e a sua persistência no ambiente, este parasito pode ser zoonótico 
e estar continuamente incriminado nos surtos epidêmicos de veiculação hídrica e alimentar 
(HOHWEYER et al., 2016).  A transmissão deste parasito ocorre mediante a via fecal-oral, 
sendo pela ingestão de água ou alimentos contaminados ou pela transmissão humano-humano 
ou animal-humano (XIAO et al., 2010). 
Atualmente são reconhecidas 31 espécies de Cryptosporidium, das quais 16 infectam 
humanos, no entanto, apenas as espécies C. hominis e C. parvum tem sido implicadas em mais 
dos 90% dos casos de criptosporidiose (RYAN e HIJJAWI, 2015; LI et al., 2015; KVAC et al., 
2016; RYAN et al., 2016). Na tabela 5, são apresentdas as espécies válidas de Cryptosporidium 
existentes até o momento. 
 
Tabela 5. Espécies de Cryptosporidium consideradas válidas na literatura. 
 Espécie Hospedeiros 
principais 
Infecciosidade 
para o ser humano 




1. C. andersoni Gado bovino Sim -- Lindsay et al., 2000, 
Hussain et al., 2017 
2. C. avium Pássaros Não -- Holubovà et al., 2016 






4. C. bovis Gado bovino Sim -- Fayer et al., 2005 
5. C. canis Cães Sim -- Fayer et al., 2001 
Gałęcki e Sokół, 2015 
6. C. cuniculus Coelhos Sim Sim Robinson et al., 2010, 
Inman e Takeuchi, 
1979,Puleston et al., 2014 
7. C. erinacei Ouriço Sim -- Kváč et al., 2014 
8. C. fayeri Cangurus 
vermelhos 
Sim -- Ryan et al., 2008 
9. C. felis Gatos Sim -- Iseki, 1989, Gałęcki e Sokół, 
2015 
10. C. fragile Sapos Não -- Jirku et al., 2008 
11. C. galli Pássaros Não -- Pavlázek et al., 1995. 
Ryan et al., 2003 
12. C. hominis Humanos Sim Sim Morgan-Ryan et al., 2002 
13. C. huwi Peixes Não -- Ryan et al., 2015 






Não -- Power e Ryan, 2008 
16. C. molnari Peixes Não -- Alvarez-Pellitero e Sitjà-
Bobadilla, 2002. Ryan et 
al., 2004 
17. C. muris Ratos Sim -- Tyzzer, 1907. Chapell et al., 
2015 
18. C. parvum Gado bovino Sim Sim Tyzzer, 1912. Koh et al., 
2013 
19. C. proliferans Rato toupeira Não -- Kváč et al., 2016 
20. C. rubeyi Esquilos Não -- Li et al., 2015 
21. C. ryanae Bovinos Não -- Fayer et al., 2008 
22. C. scophthalmi Peixes Não -- Alvarez-Pellitero et al., 
2004 
23. C. scrofarum Suínos Sim -- Kváč et al., 2013 
24. C. serpentis Repteis Não -- Da Silva et al., 2014 
25. C. suis Suínos Sim -- Ryan et al., 2004 
26. C. viatorum Humanos Sim -- Elwin et al., 2012 
27. C. tyzzery Camundongos Sim -- Ren  et al., 2012 
28. C. ubiquitum Cervos Sim -- Fayer et al., 2010 
29. C. varanii Lagartos Não -- Pavlasek e Ryan, 2008. 
30. C. wrairi Cobaios Não -- Vetterling et al., 1971 
31. C. xiaoi Ovelhas Não -- Fayer e Santin,  2009 
Adaptado de Fayer (2010), Ryan e Hijjawi (2015), Holubová et al. (2016), Zahedi et al., (2016) 
Enquanto um estudo nos Estados Unidos identificou que “nadar em água doce” é um 
importante fator de risco, outra investigação realizada na Austrália apontou a “natação em 
piscina com água clorada” como principal fator de risco para aquisição de criptosporidiose. 
Os surtos epidêmicos acontecem quando sinais e sintomas comuns são relatados por 
duas ou mais pessoas que referiram ter visitado uma mesma piscina ou uma instalação aquática, 
dentro de um determinado período de tempo, em relação com a manifestação dos sintomas 
(SUPES et al., 2016). O mais recente Modelo de Código da Saúde Aquática, publicado pelo 
CDC no ano de 2016, indica que os casos aumentaram consideravelmente. Os números 
corroboram o acréscimo da incidência e a percentagem total de surtos epidêmicos associados 
às águas de recreação após o ano de 2004, causados por Cryptosporidium, como pode ser 




















Fig. 3.  Número de surtos epidêmicos associados às águas de recreação por ano - Estados Unidos, 1978-
2012.(Fonte: CDC, 2016. https://www.cdc.gov/mahc/pdf/2016-mahc-annex-final.pdf  e HLAVSA et al., 2015) 
 
Até recentemente, pensava-se que Cryptosporidium era um parasito intracelular 
obrigatório, que apenas se replicava dentro de um hospedeiro, e que os oocistos que eram 
eliminados nas fezes, poderiam sobreviver no ambiente, mas não poderiam se multiplicar 
(RYAN et al., 2016). No entanto, os novos estudos microscópicos, bioquímicos, moleculares e 
genômicos que se conhecem acerca deste parasito serviram como base para a transferência 
formal de Cryptosporidium da subclasse Coccidia, classe Coccidiomorphea, para uma nova 
subclasse, Cryptogregaria, dentro da classe Gregarinomorphea (CAVALIER-SMITH, 2014; 
RUGGIERO et al., 2015; RYAN et al., 2016). 
Também é novidade a comprovação da capacidade do Cryptosporidium de completar o 
seu ciclo de vida na ausência de um hospedeiro e que a produção de novos estádios 
extracelulares podem ocorrer em meio acelular (HIJJAWI et al., 2004; HIJJAWI et al., 2010; 
ALDEYARBI e KARANIS, 2016). O mesmo pode completar parte de seu ciclo de vida em 
biofilmes (KOH et al., 2013; KOH et al., 2014), inclusive em biofilmes que colonizem o trato 
digestório humano (CLODE et al., 2015). 
 Algumas das semelhanças entre Cryptosporidium e as gregarinas incluem a habilidade 
do Cryptosporidium para completar seu ciclo de vida na ausência de um hospedeiro, a presença 
de estádios extracelulares denominados “Gamonte-like gigante”, e a capacidade de adaptar sua 






Os métodos moleculares são uma ferramenta valiosa na análise de doenças infecciosas, 
especialmente naquelas onde os agentes etiológicos são difíceis de diagnosticar, o que 
representa grande respaldo para as agências de saúde pública na determinação do risco 
associado a estes microrganismos. No caso de Cryptosporidium, as características 
microscópicas dos oocistos recuperados nas diferentes amostras ambientais não são suficientes 
para identificar a espécie. Assim, é essencial contar com métodos que determinem a diversidade 
genética do parasito, ajudem a definir a especificidade do hospedeiro e rastrear a origem da 
contaminação, com a finalidade de conseguir quantificar o risco e o impacto associado sobre a 
saúde pública (KOTHAVADE, 2012; THOMPSOM e ASH, 2016).  
As descrições das espécies variaram ao longo do tempo e, nos últimos 20 anos, os 
métodos fundamentados em análise de sequências de DNA têm sido vastamente adotados para 
identificar espécies existentes e definir novas espécies putativas, muitas vezes inicialmente 
chamadas de "genótipos" (SLAPETA, 2017). Como resultado dos avanços no desenvolvimento 
de ferramentas moleculares, mais de 40 genótipos de Cryptosporidium foram identificados 
(XIAO et al., 2004; RYAN e HIJAWII, 2015).  
Genótipos associados com a criptosporidiose humana foram observados em 35 países, 
sendo 73% deles notados em 7 países: Reino Unido (28,7%), Austrália (19,7%), e Índia (6,7%) 
seguido por Malásia (6,0%), Uganda (5,7%), China (3,7%), e os Estados Unidos (2,9%). As 
frequências mundiais das espécies C. parvum, C. hominis e C. meleagridis foram de 54,7%, 
39,0% e 6,2%, respectivamente (ALUM et al., 2016). 
A identificação molecular tornou-se uma técnica de grande importância para estudar as 
espécies de Cryptosporidium em amostras de água, permitindo a utilização desta ferramenta na 
realização de avaliações de risco, proteção de fontes de água e manejo de bacias hidrográficas. 
Muita da atenção por parte dos pesquisadores está sendo focada na identificação e genotipagem 
das espécies de Cryptosporidium (SLAPETA, 2017). 
As técnicas de detecção molecular, como os métodos baseados em PCR, oferecem 
muitas vantagens em relação aos métodos microscópicos (YU et al., 2009). Vários genes alvo 
foram previamente relatados como úteis para a detecção por PCR e a caracterização molecular 
das espécies de Cryptosporidium (Tabela 6). O gene mais usado como alvo para caracterizar a 
espécie de Cryptosporidium é o SSU-rDNA (XIAO, 2010).  Esse tem sido amplamente 
utilizado para identificar as novas espécies relatadas (XIAO e FAYER, 2008; SLAPETA, 2013; 
THOMPSOM e ASH, 2016). Algumas das localizaçacões das sequências de iniciadores em 





Tabela 6. Genes comumente usados para a caracterização molecular das 
espécies/genótipos de Cryptosporidium. 
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Adaptado de THOMPSOM e ASH (2016) 
 
A utilização de ferramentas epidemiológicas moleculares alterou significativamente a 
compreensão que se tinha da transmissão zoonótica de Cryptosporidium spp. Os dados de 
genotipagem e subtipagem demonstraram claramente a presença de espécies de 
Cryptosporidium antroponóticas como de espécies zoonóticas em humanos em nações 
desenvolvidas (XIAO e FAYER, 2008). O fato de que Cryptosporidium hoje é considerado 
uma gregarina, provavelmente refletirá em uma enorme diversidade e gama de hospedeiros, 
fazendo pensar que, até o momento, se apresenta um conhecimento superficial sobre este 




















Fig.4. Posição dos iniciadores específicos  para os genes de  C. parvum para PCR e PCR aninhada (COWP, 




Giardia duodenalis (também conhecido como G. lamblia ou G. intestinalis) é o 
protozoário causador da giardiose, uma das doenças parasitárias mais comuns em diferentes 
áreas geográficas no mundo, parasitando os seres humanos e uma grande diversidade de animais 
domésticos e selvagens (DURINGAN et al., 2016). Estima-se que 200 milhões de pessoas 
apresentem sintomas e aproximadamente 500.000 novos casos por ano (SCHOEFER et al., 
2008; MIYAMOTO e ECKMANN, 2015).  
Esse parasito tem sido incriminado como agente de diarreia tanto em indivíduos 
provenientes de países desenvolvidos como em países em desenvolvimento, com prevalências 
que variam de 2 a 5%, e 20 a 30%, respectivamente (YODER et al., 2012; MUHSEN e  
LEVINE, 2012; RODRÍGUEZ-MORALES et al., 2016). É o parasito mais comum em crianças 
e a principal causa de diarreia em viajantes, relatado na clínica médica (ROSS et al., 2013). 
Savioli et al. (2006) propuseram que  Giardia fosse incluída na lista de Doenças Negligenciadas 
da OMS (SAVIOLI et al., 2006).  
Durante seu ciclo de vida, G. duodenalis apresenta duas formas morfologicamente 
distintas: o cisto e o trofozoito. Os cistos, que são a forma infectante, são facilmente 
disseminados através da água ou alimentos contaminados, ou pelo contato pessoa-a-pessoa e 
são os responsáveis pela transmissão da doença (CAMA e MATHISON, 2015). Os indivíduos 
infectados podem eliminar até um bilhão de cistos em suas fezes todos os dias, durante vários 
meses, sendo estes cistos infectantes imediatamente depois de serem eliminados ao ambiente 
(ADAM et al., 2016). 
 A baixa dose infecciosa (10 cistos), combinada com a resistência dos cistos a diferentes 





al., 1987; BETANCOURT e ROSE, 2004; ERICKSON e ORTEGA, 2006), e o fato que estas 
formas de resistência podem sobreviver na água, nos alimentos e nas superfícies durante varias 
semanas ou meses (HUANG e WHITE, 2006; ADAM et al., 2016), tornam este parasito uma 
ameaça constante para a segurança do abastecimento público de água e as instalações dos 
parques aquáticos (EHSAN et al., 2015).  
Giardia duodenalis é o principal agente etiológico parasitário de infecções entéricas 
humanas nos Estados Unidos, com cerca de 1,2 milhão de casos ocorrendo anualmente (ADAM 
et al., 2016), sendo relatado com mais frequência em crianças de 1 a 9 anos (YODER et al., 
2012). No Reino Unido, um Estudo de Doenças Intestinais Infecciosas estimou 52.434 casos 
de giardiose entre 2008 e 2009 (TAM et al., 2012).  
Nos países em desenvolvimento, as prevalências reportadas são maiores que 30% 
(FLETCHER et al., 2012). Entre os países da América Latina, estas cifras variam entre 3% e 
50% e as prevalências em algumas regiões são muito mais elevadas do que as de outros países 
em desenvolvimento (GARCIA-CERVANTES et al., 2017).  
No Brasil esta parasitose é considerada como endêmica. Teixeira et al. (2007) 
divulgaram uma prevalência de giardiose de 18% em crianças na cidade de Juiz de Fora (MG). 
No ano de 2009, Silva estudou a prevalência de giardiose em crianças de 0 a 10 anos de idade 
na cidade de Chapadinha (MA), notando que 102 (16,4%) das 623 amostras de fezes 
examinadas foram positivas para Giardia duodenalis, indicando que as crianças do grupo dentre 
2 e 6 anos de vida foram as mais afetadas. Sato et al. (2013) evidenciaram a contaminação por 
Giardia em quatro regiões densamente povoadas no Estado de São Paulo, ao avaliar distintas 
bacias hidrográficas, sendo a região metropolitana de Campinas a que apresentou maior risco 
de infecção. Além disso, uma grande diversidade de haplótipos de Giardia duodenalis em 
amostras clínicas e ambientais nesta região foi encontrada (DURIGAN et al., 2014). 
 Os surtos epidêmicos de giardiose humana são comumente associados com frequentar 
creches e escolas infantis, com a ingestão de água potável contaminada ou com a ingestão 
acidental de água de piscinas contaminadas (KARANIS et al., 2007; BALDURSSON E 
KARANIS, 2011). As populações mais afetadas são as crianças de 0 a 5 anos de idade, adultos 
entre 31 a 40 anos de idade, mochileiros, pessoas que acampam, caçadores e viajantes a áreas 
endêmicas da parasitose (HUANG e WHITE, 2006). 
Os surtos epidêmicos relacionados com a veiculação hídrica têm sido reportados em 
países desenvolvidos, especialmente nos Estados Unidos, Canadá, e o Reino Unido. O surto 





em aproximadamente 50.000 casos (KARANIS et al., 2007), seguido pelo surto que ocorreu 
em Bergen, Noruega, no ano de 2004, resultando em um número estimado de 6.000 casos 
(NYGÅRD et al., 2006; GUZMAN-HERRADOR et al., 2015).  
Adam et al. (2016) analisaram os dados de surtos epidêmicos de Giardia reportados ao 
CDC durante os anos de 1971–2011. Um total de 242 surtos epidêmicos foi notificado nesse 
período, afetando aproximadamente 41.000 pessoas, sendo 74,8% por veiculação hídrica, 
15,7% relacionados com transmissão alimentar, 2,5% pessoa-pessoa, 1,2% por ter contato com 
animais.  A maioria deles foi associada com água de beber (74,6%), seguido por águas de 
recreação (18,2%).  
Nas infecções por G. duodenalis, a manifestação clínica é ampla, variando de uma 
enterite branda e autolimitada (três a quatro dias), até diarreias crônicas e debilitantes associadas 
à má absorção intestinal (meses a anos) (MUHSEN e LEVINE, 2012; PAINTER et al., 2012). 
Após a ingestão do cisto, os sintomas acontecem depois de 1-2 semanas de período de 
incubação (MIYAMOTO e ECKMANN, 2015). A diarreia é o principal sintoma, seguido de 
dores abdominais, dor epigástrica, dispepsia, náuseas, vômitos, gases, flatulência, cefaléias, 
perda de peso e fezes fétidas com esteatorréia. Também podem acontecer febre e calafrios 
(LEBWOHL et al., 2003; CANTEU et al., 2011; DUPONT, 2016). 
A principal complicação da giardiose é a insuficiência nutricional que, nas crianças, 
pode levar a sequelas em longo prazo, comprometendo seu desenvolvimento cognitivo e 
crescimento físico (MIYAMOTO e ECKMANN, 2015). No entanto, infecções assintomáticas 
acontecem frequentemente (HUANG e WHITE, 2006). 
Atualmente o gênero Giardia apresenta sete espécies reconhecidas: G. agilis, G. ardeae, 
G. duodenalis, G. microti, G. muris, G. peramelis e G. psittaci, e destes, G. duodenalis poderia 
ser catalogada como um complexo de espécies (Tabela 7). Estudos recentes têm encontrado 
diferenças genômicas entre o genótipo A (cepa WB) e o genótipo B (cepa GS), os quais podem 
explicar algumas das diferenças biológicas e clínicas entre estes dois isolados. Estas 
observações têm levado a sugerir que os genótipos A e B de Giardia poderiam ser duas espécies 










Tabela 7. Espécies e genótipos de Giardia. 
 
Espécie Genótipo Hospedeiro 
G. agilis  Anfíbios 
G. ardeae  Aves 
G. duodenalis A (G. duodenalis)* Humanos, cão, gato, gado, alpaca, cervo, furão, castor, 
chinchila, jaguar, cavalo, marsupiais, ovelhas, cabra, boi-
almiscarado, primatas não humanos, cetáceos, focas, leão-
marinho australiano, alce, rena, galinha. 
B (G. enterica)* Humanos, gado, cão, gazela, cervo, cavalo, castor, 
ratazana, furão, coelho, marsupiais, cobaia, primatas não 
humanos, frangos, ovelhas, focas, porco, leão-marinho 
australiano, avestruz, golfinho, gaivota. 
C (G. canis)* Cachorros, canguru, gado, porco, cetáceos. 
D (G. canis)* Cachorros, chinchila, canguru, bovinos, cetáceos, raposa. 
E (G. bovis)* Bovinos e outros animais angulados. 
F (G. cati)* Gatos, cetáceos, porcos. 
G (G. simondi)* Roedores  
H Mamíferos aquáticos  
G. microti  Roedores 
G. muris  Roedores 
G. peramelis  Quenda 
G. psittaci  Aves 
*Os nomes em parêntese são as novas espécies propostas. Adaptado de ALUM et al., 2016 e HILLMAN et al., 
2016,  HEYWORTH, 2016. 
 
Múltiplos estudos moleculares definiram que Giardia duodenalis apresenta uma grande 
heterogeneidade genética, sendo dividida em oito genótipos ou grupos genéticos (A-H) (FENG 
et al., 2011). Os grupos genéticos A e B são capazes de infectar o ser humano, além de animais 
e apresentam subtipos que possuem um ciclo zoonótico ou antroponótico. Os genótipos C-H 
exibem especificidade de hospedeiros (RYAN e CACCIÓ, 2013).  
Entretanto, os grupos genéticos A e B são ainda divididos em subgenótipos: AI, AII, 
AIII, BIII e BIV (SPRONG et al., 2009; FENG e XIAO, 2011). Estes grupos genéticos são mais 
frequentemente reportados em humanos, tanto de nações desenvolvidas, como não 
desenvolvidas. Também têm sido relacionados com gado, cachorros e gatos em diferentes 
países ao redor do mundo (CAMA e MATHISON et al., 2016). Apesar dos grandes esforços 
para associar os genótipos aos sintomas, resultados contraditórios foram obtidos e até agora não 
há nenhuma correlação clara entre o genótipo e os sintomas (ANKARKLEV et al., 2015). 
Porém, outros grupos genéticos de Giardia foram relatados quase que exclusivamente 
sendo hospedeiro-específicos: os genótipos C e D em canídeos domésticos e selvagens, o 
genótipo E em ruminantes e suínos, o F em gatos, o G em roedores e o H em vertebrados 





Isolados de Giardia ao redor do mundo permitiram caracterizar a diversidade genética 
do parasito, com base em diversos marcadores moleculares (Tabela 8), sendo os mais utilizados 
a menor subunidade ribossomal do rRNA, glutamato desidrogenase (gdh),  triose fosfato 
isomerase (tpi) e   β-giardina (bg) (RYAN  e CACCIO, 2013). 
 
 
Tabela 8. Genes comumente usados para a caracterização molecular das 
espécies/genótipos de Giardia. 
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Adaptado de THOMPSOM e ASH (2016) 
 
É de grande importância considerar que esses genes utilizados para a caracterização 
molecular das espécies/genótipos de Giardia diferem quanto à identificação e quanto às 
relações filogenéticas implicadas. Dependendo do objetivo de cada estudo, diferentes grupos 
de pesquisa têm promovido suas técnicas para distintas aplicações de genotipagem. À medida 
que a quantidade de informação da sequência aumenta, mais pode ser aprendido sobre os 
diversos genes e os seus usos na genotipagem e análises filogenéticas (WIELENGA e 





Infecções mistas de hospedeiros humanos e não humanos com mais de um grupo 
genético de G. duodenalis de maneira simultânea foram descritas (GELANEW et al., 2007; 
GUEURDEN et al., 2009; LEVECKE et al., 2009; FENG e XIAO, 2011). Na literatura, alguns 
autores falam sobre a transmissão inter-espécies de G. duodenalis (DE LUCIO et al., 2017; GIL 
et al., 2017). Porém, a maioria da discussão se apresenta concentrada na “real” ou na “possível” 
transmissão zoonótica (HEYWORTH, 2016), mas esta permanece sendo controversa 
(GARCÍA-CERVANTES et al., 2017). Diante deste cenário, há evidências crescentes que os 
cistos de Giardia de origem humana podem contaminar o ambiente e infectar os mamíferos 
selvagens que, por sua vez, podem atuar como reservatórios para futuras infecções nos seres 
humanos (THOMPSON e MONIS, 2012; HEYWORTH, 2016.). 
Assim, o entendimento da dinâmica de transmissão de Toxoplasma gondii, 
Cryptosporidium spp. e Giardia spp., por veiculação hídrica é complexo já que muitos animais 
(mamíferos, aves, animais aquáticos e répteis) são hospedeiros desses protozoários 
(excetuando-se T. gondii) e, podem atuar aumentando o número de oocistos e cistos 
disseminados no ambiente (RUECKER, 2013).  
Ao mesmo tempo, a análise destes protozoários empregando ferramentas moleculares é 
indispensável para conhecer os possíveis riscos relacionados à saúde humana. Este tipo de 
diagnóstico resulta em dados importantes quanto à origem da contaminação fecal, e permite 
estabelecer se essa contaminação é de origem zoonótica ou antroponótica, auxiliando no 
desenvolvimento de medidas preventivas ou de minimização das fontes de contaminação fecal 
com a intenção de evitar surtos epidêmicos de veiculação hídrica. 
Diante da escassez de dados quanto à ocorrência destes protozoários em piscinas no 
Brasil, torna-se relevante a inspeção destes locais visando uma maior compreensão 
epidemiológica da distribuição destas parasitoses nestes ambientes aquáticos pouco 
estudados. Frente a esse panorama, é necessário que se desenvolvam técnicas de detecção 
sensíveis e específicas, eficientes, rápidas e econômicas, e que essas técnicas possam 





Comer mais frutas e vegetais acrescenta muitos nutrientes à dieta e reduz o risco de 
doença cardíaca, derrame e alguns tipos de câncer, e ajuda a controlar o peso corporal quando 





vegetais contem inúmeros fatores nutricionais, são fonte de vitaminas, minerais e fibra 
(SLAVIN e LLOYD, 2012). Um consumo mínimo de 400 gramas diários de frutas e vegetais 
é recomendado (WHO, 2016). 
A ingestão de vegetais e saladas cruas é uma prática comum, já que o sabor natural dos 
alimentos se conserva e os nutrientes que são lábeis ao calor são preservados (SUNIL et al., 
2014). As práticas de conservação empregadas para os alimentos minimamente processados 
constituem em tecnologias não térmicas as quais objetivam garantir a preservação do alimento 
e os padrões de seguridade, tanto seja possível, para manter as características de frescor em 
frutas e vegetais (ALLENDE et al., 2006).  
Os produtos minimamente processados possuem uma vida útil de 5 a 7 dias a 4°C, 
período esse adequado para conservar as características sensoriais e nutricionais dos vegetais 
(CLIFFE-BYRNES e O'BEIRNE, 2005). Esses produtos são submetidos a operações unitárias 
que podem incluir seleção, limpeza, lavagem, descascar, cortar, trituração, desinfecção e 
embalagem (RAMOS et al., 2013). Porém, estas medidas não asseguram a ausência de 
microrganismos nos alimentos (FRODER et al., 2007; TOURNAS, 2005). 
Por outro lado, ingerir vegetais crus representa uma importante fonte de transmissão de 
doenças infecciosas, devido às superfícies complexas e à porosidade dos vegetais, os quais 
facilitam a aderência e a sobrevivência dos patógenos (SAID, 2012). Os alimentos podem estar 
contaminados com uma grande variedade de microrganismos como bactérias, parasitos e vírus 
(ASADPOUR et al., 2016). Uma vez em contato com as hortaliças, as estruturas parasitárias 
são de difícil remoção, pois se alojam nos estômatos dos vegetais o que torna muito difícil sua 
higienização (MACARISIN et al., 2010).  
As hortaliças, inclusive os componentes da planta como folhas, raízes, bulbos e 
tubérculos, possuem diferente morfologia, função e metabolismo e consequentemente fornecem 
diversos nichos ecológicos aos micro-organismos (BRACKETT, 1999; BURNETT e 
BEUCHAT, 2001). A presença e o número de micro-organismos variam segundo o tipo de 
produto, as práticas agronômicas, a zona geográfica da produção e as condições meteorológicas 
antes da colheita (RAMOS et al., 2013).  
A colheita, o transporte, o posterior processamento e o manuseio dos alimentos pode ter 
um impacto significativo no padrão da microbiota (OLAIMAT e HOLLEY, 2012).  O número 
e a classe de micro-organismos que são encontrados nesse tipo de alimentos frescos são 
altamente variáveis, vão desde organismos saprófitos até micro-organismos patogênicos 





As doenças transmitidas pelos alimentos (DTA) representam uma dificuldade para todas 
as sociedades ao redor do mundo. O tipo, a gravidade e o impacto destas doenças têm mudado 
através dos tempos e são muito diversas entre regiões, países e comunidades (WHO, 2015). No 
ano de 2006, a Organização Mundial da Saúde desenvolveu uma estratégia para estimar a carga 
global de doenças transmitidas por alimentos e formou o Grupo de Referência Epidemiológica 
(FERG) para supervisionar a coleta de dados relevantes em nível global. O FERG está 
organizado em três grupos temáticos: causas de doença entérica, parasitária e química (PIRES, 
2015).  Apesar das lacunas e limitações dessas estimativas de dados iniciais, a carga global das 
DTA calculada é considerável e afeta pessoas de todas as idades, especialmente as crianças 
menores de cinco anos e aqueles que vivem em regiões de baixa renda (WHO, 2015). 
Assim, um relatório da FAO/WHO (2014) apresentou uma classificação de parasitos de 
origem alimentar, com base em uma análise multicritério, tomando em conta estudos anteriores 
e as necessidades de priorização da gestão de risco. Os critérios selecionados foram: 1. Número 
mundial de enfermidades de origem alimentar (manifestando doença); 2. A distribuição global 
(número de regiões); 3. Severidade da morbidade aguda; 4.  Severidade da morbidade crônica; 
5. Fração da doença crônica (%); 6. Taxa de letalidade (%); 7. Risco de aumento da carga 
humana (%); 8.  A importância do parasito em relação à contaminação do alimento para o 
comercio internacional e 9.  O alcance do impacto nas comunidades economicamente 
vulneráveis.  
Neste ranqueamento, em primeiro lugar, encontra-se Taenia solium, seguido por 
Echinococcus granulosus, Echinococcus multilocularis, Toxoplasma gondii, Cryptosporidium 
spp., Entamoeba histolytica, Trichinella spiralis, Opisthorchiidae, Ascaris spp., Trypanosoma 
cruzi, Giardia duodenalis, Fasciola spp., Cyclospora cayetanensis, dentre outros, de acordo 
com os critérios estabelecidos (Tabela 9). 
 
Tabela 9. Classificação de parasitos de origem alimentar pela FAO/OMS, com base em 
uma análise multicritério. 
 
Posição Agente Parasitário Maiores Categorias de Alimentos Incriminados 
1° Taenia solium Carne suína; vegetais frescos. 
2° Echinococcus granulosus Vegetais frescos 
3° Echinococcus multilocularis Vegetais frescos 





5° Cryptosporidium spp. Vegetais, sucos de frutas, leite. 
6° Entamoeba histolytica Vegetais frescos 
7° Trichinella spiralis Carne suína 
8° Opisthorchiidae Peixes de água doce (metacercárias encistadas) 
9° Ascaris spp. Vegetais frescos 
10° Trypanosoma cruzi Suco de frutas 
11° Giardia duodenalis Vegetais frescos 
12° Fasciola spp. Vegetais frescos (solo encharcado) 
13° Cyclospora cayetanensis Frutas silvestres; vegetais folhosos. 
14° Paragonimus spp. Crustáceos de água doce 
15° Trichuris trichiura Vegetais frescos 
16° Trichinella spp.* Carne crua ou mal cozida 
17° Anisakidae Peixe cru 
18° Balantidium coli Vegetais frescos 
19° Taenia saginata Carne bovina 
20° Toxocara spp. Vegetais frescos 
21° Sarcocystis spp. Carne crua ou mal cozida 
22° Heterophyidae Peixe cru 
23° Diphyllobothriidae Peixe cru 
24° Spirometra spp Carne crua o mal cozida de repteis ou anfíbios 
(Nota: Trichinella spp.* exceto T. spiralis). Fonte: FAO/WHO, 2014. http://www.fao.org/3/a-i3649e.pdf 
 
Em dezembro de 2015, a Organização Mundial da Saúde divulgou as estimativas da 
carga de enfermidade em humanos atribuíveis ao consumo de alimentos contaminados com 31 
agentes infecciosos ou químicos. O relatório concluiu que a exposição a alimentos 
contaminados ao redor do mundo resultou em 600 milhões de episódios de doença, 420.000 
mortes e 33 milhões de anos de vida ajustados por incapacidade (DALYs) (WHO, 2015). Estes 
números foram baseados em 4,6 bilhões de casos de diarreia e 1,6 milhões de mortes por 





Segundo a OMS, mais de 1,5 bilhões de pessoas, ou 24% da população mundial, estão 
infectadas com helmintos transmitidos pelo solo. Cerca de 300 milhões de pessoas sofrem de 
morbidade severa atribuída às HTS, resultando em um estimado de 12.000–135.000 mortes por 
ano (BETHONY et al., 2006; WHO, 2016). 
Estas infecções estão amplamente distribuídas nas áreas tropicais e subtropicais, com os 
maiores números de ocorrência na África subsaariana, nas Américas, China e Ásia Oriental 
(ANANTAPHRUTI et al., 2004; TRAUB et al., 2004; ENSINK et al., 2005; AL-MEKHLAFI 
et al., 2007;  JOMBO et al., 2007; DE SOUZA et al., 2007; MUKHOPADHYAY et al., 2008; 
YAJIMA et al., 2009; RICHARDSON et al., 2011).  
Mais de 270 milhões de crianças em idade pré-escolar e mais de 600 milhões de crianças 
em idade escolar vivem em áreas onde estes parasitos são fortemente transmissíveis, e estão em 
necessidade de tratamento e intervenções preventivas (WHO, 2016). As estimativas da 
Organização Mundial da Saúde da carga de doenças transmitidas por alimentos destacam a 
necessidade de atenção na melhoria da segurança alimentar, especificamente, aquela que irá 
prevenir as infecções em crianças (LANATA, 2003; KIRK et al., 2017). A extensão total e o 
custo que carregam os alimentos não seguros, especialmente, os alimentos contaminados com 
químicos ou parasitos, ainda são desconhecidos (WHO, 2015).  
Não obstante os parasitos de origem alimentar incluem uma grande diversidade de 
espécies com diferentes vias de transmissão e condições clínicas, são muitas vezes 
negligenciados em comparação com outros patógenos (DORNY et al., 2009; ERAKY et al., 
2014). Utaaker e Robertson (2015) ponderam que existem diversas razões para essa falta de 
atenção sobre este importante grupo de patógenos, sendo as mais prováveis: 1. Muitas das 
infecções parasitárias que podem ser transmitidas por alimentos contaminados geralmente se 
manifestam como uma progressão de doença crônica, ao invés de uma infecção febril ou doença 
gastrointestinal aguda; portanto, tais infecções tendem a ser consideradas como de menor 
importância ou urgência; 2. Os períodos de incubação são relativamente longos e os sintomas 
de infecção dependem do parasito (podem ir de 1 a 3 dias, até meses ou anos), reduzindo assim 
a percepção humana da importância em determinar a atribuição da origem, 3. Existem 
problemas na identificação do veículo de infecção e dificuldades no diagnóstico e detecção; 4. 
A variedade e complexidade dos parasitos de origem alimentar podem ser desconcertantes para 
aqueles profissionais de vigilância que não tem a suficiente experiência neste assunto; 5. Existe 
uma percepção equivocada em muitos países que os parasitos estão unicamente associados a 





Embora seja verdade que havendo deficiências ou inadequação de infraestruturas de 
saneamento básico e abastecimento de água, a transmissão pode ser exacerbada, os surtos de 
doenças parasitárias transmitidas por alimentos ocorrem globalmente, inclusive nos países mais 
ricos do mundo (WHO, 2008; SCALLAN et al., 2011; HANSON et al., 2012). 
Surtos epidêmicos e casos esporádicos de DTA são ocorrências relatadas em todos os 
países (WHO, 2008; DORNY et al., 2009; TORGERSON et al., 2014). Em décadas recentes, a 
globalização do fornecimento de alimentos acarretou no incremento de patógenos causadores 
de DTA que são rapidamente transportados através de fronteiras internacionais 
(COULOMBIER e TAKKINEN, 2013). Muitos desses surtos têm sido associados com o 
consumo de produtos frescos importados de regiões em desenvolvimento, onde a qualidade da 
água, higiene e saneamento podem não ser as mais adequadas, e vários estudos de vigilância 
têm demonstrado a presença destes parasitos em frutas e legumes (NEWELL et al., 2010).  No 
entanto, surtos de doenças também têm sido associados com a contaminação direta de produtos 
frescos em nível do manipulador/consumidor de alimentos (DIXON, 2016). 
Dos cerca de 600 milhões de casos de doença causada pela origem alimentar em 2010, 
o helminto Ascaris spp. foi um dos agentes mais frequente, causando 14 milhões de casos 
(WHO, 2015). As fontes de contaminação dos vegetais que são consumidos crus (como a alface, 
a rúcula, o manjericão) mais repetidamente relatadas são a contaminação do solo com fezes de 
animais ou humanas ou ainda com lodos condicionados de esgoto que são utilizados como 
fertilizantes.  Também o despejo de esgoto não tratado ou parcialmente tratado nos corpos 
hídricos ainda é uma realidade para muitos países, especialmente os da América Latina, e 
contribui de forma significativa para a má qualidade microbiológica das águas de irrigação, 
pois veiculam grande quantidade de ovos de helmintos, cistos e oocistos de protozoários 
(BASTOS et al., 2013; SMITH et al., 2007; ORTIZ et al., 2012; NAZEMI et al., 2012; 
TOMASS et al., 2012; ALADE et al., 2013; OLYAEI et al., 2013). Assim, a ingestão direta de 
ovos infectantes através dos alimentos contaminados é uma das principais vias de infecção 
(ADENUSI et al., 2015). 
Entre as diversas hortaliças disponíveis, destaca-se o consumo de alface e rúcula pela 
população brasileira. Vários estudos têm demonstrado a presença de parasitos nos vegetais que 
são consumidos crus em diferentes regiões do Brasil (TAKAYANAGUI et al., 2000; PAULA 
et al., 2003; FALAVIGNA et al., 2005; SOARES e CANTOS, 2005; MONTANHER et al., 





Entretanto, a grande variedade de técnicas relatadas na análise de parasitos em vegetais 
demonstra a falta de consenso entre os laboratórios que realizam este tipo de estudo, e dificulta 
a comparação de dados de pesquisa obtidos por diferentes grupos (MATOSINHOS et al., 2016). 
A variação na recuperação destes parasitos neste tipo de amostras é influenciada pela 
abordagem metodológica em cada um dos passos analíticos (lavagem, concentração, flutuação, 
centrifugação, sedimentação, dentre outros), bem como no tipo de matriz avaliada, os reagentes 
e materiais utilizados e a capacitação do pesquisador (AMOAH et al., 2017). 
 Diante este cenário, surgiu a necessidade de avaliar o desempenho de um método 
padronizado que possa ser aplicado a vários tipos de amostras de vegetais (por exemplo, rúcula 
e alface), sendo indispensável sua uniformidade metodológica, permitindo conhecer a 
performance do método alcançado em diferentes laboratórios, em um estudo interlaboratorial:  
consistindo na execução do mesmo protocolo por diferentes analistas, utilizando distintas 
marcas de equipamentos e reagentes, mas seguindo o mesmo protocolo. Para este estudo, foi 








Os objetivos desse estudo são: 
 
3.1. OBJETIVO GERAL 
 
Implementar a detecção de protozoários patogênicos em amostras de água de piscinas 
e, avaliar a performance de metodologia já padronizada para detecção de ovos de helmintos em 
amostras de hortaliças, durante sua implementação em estudo inter-laboratorial.  
 
3.2. OBJETIVOS ESPECIFICOS 
 
1. Implementar os métodos parasitológicos para a detecção de oocistos de Toxoplasma gondii, 
de Cryptosporidium spp. e de cistos Giardia spp. em amostras de águas de piscina, diante da 
complexidade dessas matrizes ambientais. 
2. Implementar as técnicas moleculares para a detecção de oocistos de Toxoplasma gondii, de 
Cryptosporidium spp. e de cistos de Giardia spp. em amostras de piscinas, diante da 
complexidade dessas matrizes ambientais. 
3. Caracterizar genotipicamente os isolados de Cryptosporidium spp. e Giardia spp. 
identificando as espécies e grupos genéticos presentes nas amostras, respectivamente, com a 
finalidade de conhecer a fonte de contaminação. 
4. Avaliar a eficiência de recuperação de ovos de Ascaris suum alcançada por 10 diferentes 
laboratórios pertencentes a 5 diferentes estados brasileiros (São Paulo, Paraná, Minas Gerais, 
Santa Catarina e Rio Grande do Sul) utilizando metodologia já padronizada por Matosinhos et 
al. 2016 para a detecção de ovos de helmintos em hortaliças, analisando as dificuldades 
encontradas em cada laboratório; 
5. Avaliar a contaminação naturalmente presente em alfaces variedade lisa (Lactuca sativa var. 
lisa) e rúculas (Eruca sativa) comercializadas em feiras livre e supermercados de diferentes 










4. MATERIAL E MÉTODOS 
4.1. ÁGUAS DE PISCINA 
4.1.1. Local de estudo: 
  O Município de Campinas (SP) possui uma área total de 796,4 Km , sendo o Perímetro 
Urbano de 388,9 Km  e a Área Rural de 407,5 Km . Encontra-se localizada a uma altitude 
de 680 metros acima do nível do mar. A distância da Capital do Estado (São Paulo) é de 100 
km. Na atualidade, Campinas conta com uma população aproximada em um milhão de 
habitantes, distribuída por seis distritos (Joaquim Egídio, Sousas, Campo Grande, Ouro Verde, 
Barão Geraldo, e Nova Aparecida) e centenas de bairros (PREFEITURA DE CAMPINAS, 
2017).  
As piscinas que foram avaliadas estão localizadas nas praças esportivas que se 
encontram sob gestão da Secretaria de Esportes e Lazer do Município de Campinas (Anexo1) 
e da Faculdade de Educação Física (FEF) da Universidade Estadual de Campinas (UNICAMP).  
As praças esportivas municipais possuem de 1 a 3 piscinas, que estão abertas para o uso 
do público: crianças, idosos, adultos, deficientes, gestantes, bebês, atletas; são realizadas, 
nessas piscinas, diversas atividades como aulas de natação, hidroginástica, pratica livre, 
ginástica aquática, e treinamento esportivo. Também foram avaliadas as piscinas que pertencem 
ao Centro Esportivo de Alto Rendimento (CEAR). As piscinas desse centro são referência para 
o esporte regional e nacional. Ali foram desenvolvidos programas de preparação de atletas de 
Campinas, do Estado de São Paulo e de todo o Brasil para as Olimpíadas de 2016 e 
Campeonatos Mundiais. 
4.1.2. Levantamento de informação e visita às piscinas  
Em colaboração com a Secretaria de Esportes do Município de Campinas e os 
funcionários da FEF consolidou-se o levantamento da informação das piscinas públicas que 
pertencem ao Município e à FEF/Unicamp.  Para isso foi estabelecido um cronograma de visitas 
aos distintos locais, coordenando-se tal atividade para que estivesse disponível o transporte, o 
motorista e um funcionário acompanhante nas datas e nos horários em que foram programadas.  
As visitas às praças esportivas foram feitas durante os meses de abril, maio e junho de 
2014, de acordo com o cronograma estabelecido previamente. Em cada um dos locais foi 





2) constou de perguntas que pretenderam obter informação geral das piscinas, sua descrição 
física, as condições de manutenção, os pontos mais adequados para a coleta da amostra, as 
atividades realizadas nas piscinas, a população atendida, a presença de animais nos locais, e 
demais informações de situações ou eventos que poderiam impactar na qualidade da água. 
Além disso, no momento de fazer as coletas sempre foi realizada uma entrevista com o 
funcionário que se encontrava no local, sobre as condições da piscina e possíveis episódios que 
poderiam pôr em risco a qualidade da água das mesmas. Também foi feita inspeção visual dos 
locais, fazendo um recorrido pelos arredores da piscina, do quarto de maquinas e do entorno 
onde a piscina encontrava-se. Foram tiradas fotografias de algumas situações ou elementos que 
podiam evidenciar as condições destes locais (presença de lixo, fezes humanas ou animais, 
fraldas usadas, restos de comida, animais morando perto da piscina, animais mergulhando na 
piscina, evidências de invasão, dentre outras). 
 
4.1.3. Ensaios piloto para avaliar a metodologia de detecção de oocistos de Toxoplasma 
gondii e Cryptosporidium spp. e cistos de Giardia spp., em água de retrolavagem de filtros 
de piscinas.  
Para conhecer as características físicas e químicas das amostras coletadas, e a possível 
interferência na recuperação dos cistos e dos oocistos, foram executados ensaios piloto de 
controle de qualidade. Nesta etapa, foi feita a avaliação da eficiência de recuperação da 
metodologia para detecção de oocistos de Toxoplasma gondii e de Cryptosporidium spp. e de 
cistos de Giardia spp., nas águas de retrolavagem dos filtros de piscinas, empregando amostras 
naturais e amostras contaminadas artificialmente, com suspensões purificadas de cistos e 
oocistos dos parasitos em estudo.  
Para os oocistos de T. gondii foi utilizada uma suspensão de oocistos inativados (±100 
oocistos em 10µL de suspensão), provenientes de fezes de gato, mantidos em solução de ácido 
sulfúrico 2%, gentilmente doada pelo Dr. João Luis Garcia (UEL/Londrina, Paraná). Para o 
caso de oocistos de Cryptosporidium spp. e cistos de Giardia spp. foi utilizada a suspensão 
comercial Color SeedTM da BTF Pty. Ltd., Biomérieux Company (Austrália) que continha 
100±2,1 oocistos de Cryptosporidium  e 99±1,9 cistos de Giardia.  
Foram efetuadas coletas em uma piscina da rede pública do município de Campinas e 
em uma piscina privada pertencente a um condomínio, na tentativa de comparar as diferentes 
qualidades da água e os diferentes fatores que poderiam influir na carga parasitária que estas 





 Para tanto, foram colhidos volumes de 1L de água de retrolavagem dos filtros (este tipo 
de amostra foi escolhida já que esta água contém os possíveis cistos e oocistos que foram 
removidos pelos filtros de areia, uma vez que a filtração de toda a água da piscina é feita 
diariamente), utilizando galões limpos e desinfetados, previamente tratados com solução 
surfactante de Tween 80 (0,1%). As amostras foram transportadas em caixas térmicas com géis 
de refrigeração à temperatura entre 4°C e 10oC, e conduzidas ao Laboratório de Protozoologia 
(DBA) do Instituto de Biologia da UNICAMP para seu processamento. Dois ensaios foram 
realizados: um para a recuperação dos cistos de Giardia spp. e oocistos de Cryptosporidium 
spp. e, outro para a recuperação de oocistos de T. gondii. 
 Uma vez no laboratório, foram selecionadas duas amostras: 1L de amostra para ser 
contaminado artificialmente com os cistos e oocistos presentes nas suspensões (“matriz spike”) 
e um outro litro de amostra sem contaminar. À matriz-spike foram adicionados os cistos e os 
oocistos, sendo a mesma homogeneizada durante 10 minutos com agitação, antes de ser filtrada. 
A pesquisa dos protozoários em estudo nas amostras foi feita pelas metodologias selecionadas 
que serão descritas posteriormente. Todos estes ensaios foram acompanhados de um método 
branco (Água destilada). 
Para calcular a percentagem de recuperação dos cistos e oocistos presentes nas amostras, 







R= Percentagem de recuperação 
Nsp= É o número de oocistos ou cistos enumerados na matriz spike. 
Ns= É o número de oocistos ou cistos enumerados na matriz sem contaminar (amostra natural) 









4.1.4. Colheita das amostras 
Foram efetuadas 29 coletas em 14 locais (Anexos 3 e 4), para um total de 21 piscinas 
avaliadas, em períodos distintos, durante 14 meses (Novembro de 2015 a Dezembro de 2016), 
sendo 58 amostras processadas ao todo, incluindo um teste de controle de qualidade (OPR). 
Para tanto, foram colhidos volumes de 1L a 5L de água de retrolavagem dos filtros ou 
diretamente da piscina (dependendo das características da água, da facilidade para a coleta, 
dentre outros aspectos. As amostras de água de retrolavagem dos filtros da piscina foram 
preferivelmente coletadas, já que pode-se obter mais informações através dessa amostragem 
como é sugerido pelo guia publicado pela Agencia de Saúde Pública de Wales, 2011) (Fig. 5), 
utilizando galões limpos e desinfetados, previamente tratados com solução surfactante de 
Tween 80 (0,1 %). 
As amostras foram transportadas em caixas térmicas com géis de refrigeração a 
























4.1.5. Detecção de Toxoplasma gondii, Cryptosporidium spp. e Giardia spp., em amostras 
de piscinas  
A pesquisa de Toxoplasma gondii, Cryptosporidium spp. e Giardia spp., nas amostras 
da água de piscina foi realizada de acordo com o Método de Filtração em membrana filtrante 
de 47 mm de diâmetro proposto por Franco et al., 2001, com modificações.  O método consistiu 
na filtração, eluição, concentração, e detecção de oocistos e cistos em amostras de água por 
imunofluorescência, acrescido por centrifugo-concentração a 1500 x g/15 minutos e da 
purificação por separação imunomagnética (IMS), metodologia essa referenciada no Método 
EPA 1623.1 (EPA, 2012) (Fig. 6).  
 
4.1.6. Filtração pelo método de filtração em membrana e concentração das amostras  
As amostras foram filtradas em membranas de ésteres de celulose com 47 mm de 
diâmetro e porosidade de 3µm (Millipore, Alemanha), através de um sistema de filtração com 
bomba e porta filtro (Millipore, Alemanha). Após a filtração, as membranas foram 
cuidadosamente retiradas e colocadas em placas de Petri plásticas para realizar a lavagem delas 
para recuperar os cistos e os oocistos eventualmente presentes nas amostras.  
As membranas foram eluidas empregando uma solução de Tween 80 0,1%, mediante 
raspagem e lavagem manual da superfície das mesmas, de maneira alternada durante vinte 
minutos. O liquido resultante das lavagens foi transferido a tubos de centrifuga de 15 mL, os 
quais foram centrifugados 1500 x g por 15 minutos. O sobrenadante foi descartado e o 
sedimento obtido foi juntado em um tubo só e centrifugado novamente.  
O sedimento resultante foi medido e o volume obtido era registrado. Segundo fosse o 
caso: - se o sedimento era ≤ 0,5mL este se processava totalmente na separação imunomagnética, 
mas - se o sedimento era >0,5 mL  as seguintes fórmulas eram aplicadas para realizar o cálculo 
de sub-amostras como segue: 
 










𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 (𝑚𝐿)𝑟𝑒𝑞𝑢𝑒𝑟𝑖𝑑𝑜: 
        1,5 𝑚𝐿 ∗  5𝑚𝐿
0,5 𝑚𝐿
= 15 𝑚𝐿 
 Esta fórmula permitiu realizar o cálculo do volume requerido para ressuspender o 
sedimento, dependendo do volume obtido. Logo, o volume total ressuspenso era dividido por 
5, conseguindo-se como resultado o número de sub-amostras que se derivam de uma só amostra, 
como é apresentado na seguinte fórmula: 
 





Exemplo:   
𝑁𝑢𝑚𝑒𝑟𝑜 𝑑𝑒 𝑠𝑢𝑏 − 𝑎𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎𝑠 =  15
5
 = 3 
 
 Neste caso, com um sedimento obtido de 1,5 mL, devia ser ressuspenso em 15 mL, 
obtendo-se 3 sub-amostras, cada uma de 5 mL, a qual era processada por IMS. 
 
4.1.7. Purificação dos oocistos de Cryptosporidium spp e cistos de Giardia spp. por 
Separação Imunomagnética (IMS) 
Uma vez obtido o sedimento e feito o cálculo para o número de sub-amostras, este foi 
submetido à purificação mediante separação imunomagnética utilizando o kit Dynabeads ® 
GC-Combo da Life TechnologiesTM (Oslo, Noruega). 
A IMS foi realizada com microesferas magnetizadas - beads revestidas com anticorpos 
monoclonais de captura, direcionados contra os antígenos de superfície de Cryptosporidium 
spp. e Giardia spp. A separação dos parasitos das beads realizou-se por duas etapas de 
dissociação térmica a 80ºC durante 10 minutos sendo o produto final de 100µL, analisado por 
duas técnicas de detecção: - 50 µL para o teste de imunofluorescência direta, - e os outros 50 
µL foram armazenados a -20OC para posterior análise pelas técnicas moleculares. 
Para a detecção dos oocistos de Toxoplasma gondii, foi utilizado o liquido de descarte 
obtido da etapa de purificação por IMS, o qual foi armazenado sob-refrigeração entre 4°C e 






4.1.8. Detecção de oocistos de Cryptosporidium spp. e cistos de Giardia spp. nas amostras 
concentradas por reação de imunofluorescência direta (RID). 
A Reação de imunofluorescência direta (RID) foi realizada empregando-se o kit 
comercial Crypto/Giardia Cel® da Cellabs Pty. Ltd. (Austrália), seguindo as instruções do 
fabricante. A visualização da RID foi feita em microscópio de epifluorescência, com o filtro 
FITC (filtro de excitação na faixa de 450 a 490 nm e filtro de barreira de 520 nm).  
A confirmação morfológica foi feita com o filtro de Contraste de Interferência 
diferencial (DIC).  Os critérios de positividade foram fundamentados nas características 
morfológicas e de coloração estabelecidas no método EPA 1623.1 (EPA, 2012). 
As amostras positivas na leitura por imunofluorescência foram selecionadas, para 
posteriormente fazer a extração do DNA a partir da lâmina de RID e/ou produto da IMS e as 
análises moleculares. 
 
4.1.9. Detecção de Toxoplasma gondii em amostras das piscinas 
Para a detecção dos oocistos de Toxoplasma gondii, foi utilizado o liquido de descarte 
da etapa de purificação por IMS, o qual foi centrifugado a 1500 x g por 20 minutos. O sedimento 
obtido foi submetido à flutuação em solução de sacarose com a finalidade de concentrar os 
oocistos eventualmente presentes nas amostras, como foi relatado por Aubert e Villena (2009).  
Para tanto, os sedimentos obtidos do líquido de descarte da IMS, foram cuidadosamente 
colocados em tubos de centrifugação de 15 mL, contendo solução de sacarose (gr. sp.=1,20 
g/mL), na proporção de 1:3 e submetidos a centrifugação a 1250 x g, 10 min. Na sequência, 
foram colhidos os 2 mL superficiais de cada tubo, sendo o material flutuado, filtrado em uma 
membrana de 25 mm, de 5 µm de porosidade, em sistema de MicroFunil (Millipore ®, 
Alemanha). Essa membrana pequena era examinada ao microscópio sob luz UV (filtro de 
excitação de 330-385nm) como é descrito por Verant et al. (2014).  
Quando detectadas formas similares aos oocistos de T. gondii (“oocistos-like”), a 
membrana de 25 mm era lavada com tampão PBS aquecido a 37°C e raspada com uma alça 
utilizada em cultura celular (técnica adaptada de Ruecker, 2013), sendo o liquido resultante 
empregado para realizar a extração do DNA e análise molecular para a confirmação da presença 






4.1.10. Analises físico-química 
Os parâmetros de turbidez e pH foram avaliados nas amostras coletadas, no laboratório 
de Protozoologia do Instituto de Biologia da UNICAMP, utilizando o Turbidimetro Portátil 
2100P da HACH® e o pHmetro Orion 3 Star da Thermo Scientific Orion Star™, 
respectivamente, seguindo as instruções dos fabricantes. 
4.1.11. Detecção de Toxoplasma gondii pela reação em cadeia da polimerase (PCR) 
As amostras que apresentaram as formas “oocistos-like” foram submetidas à extração 
de DNA, empregando o kit   NucleoSpin® Food da Macherey-Nagel (Alemanha), de acordo 
com as instruções do fabricante.  
Após as extrações e armazenamento do material extraído a -20°C, procedeu-se à reação 
de nested - PCR utilizando-se iniciadores descritos por Homan et al., (2000) e Shapiro et al., 
(2010), conforme protocolo de Verant et al., (2014) (Tabela 10), usando o Fragmento de 529 
pares de base como alvo na primeira reação. O Elemento de Repetição de 520 pb (ER529) é 
repetido de 200 a 300x no genoma do T. gondii.  
 
Tabela 10. Iniciadores e condições utilizadas na reação de nested – PCR+ para detecção de 
Toxoplasma gondii nas amostras de água proveniente de piscinas públicas no município 
de Campinas, SP. 
 
  Iniciadores: Comprimento de amplificação (pb) 








Forward                                                                       
TOX4: 5’ - CGC TGC AGG GAG GAA 
GAC GAA AGT TG – 3’ 
529 
Cada reação foi realizada com 
volume final de 50 µL contendo 
Tampão de PCR 1x; 1,5 mM de 
Mg Cl2; 200 µM de cada dNTP; 
16 µg de BSA (soroalbumina 
bovina); 0,5 µM de cada 
iniciador; 1,5U de Taq 
Polimerase e 5 µL de DNA 
Desnaturaçã
o inicial: 
94°C/7 min.                  
35 ciclos de: 
94°C/1 min., 
55°C/1 min., 




Reverse                                                                         
TOX5: 5’ - CGC TGC AGA CAC AGT 






Forward                                                                                  
Sh1: 5’ -AGA AGG GAC AGA AGT CGA 
AG – 3’ 
250 
Cada reação foi realizada com 
volume final de 50 µL contendo 
Tampão de PCR 1x; 1,5 mM de 
Mg Cl2; 200 µM de cada dNTP; 
16 µg de BSA; 0,5 µM de cada 
iniciador; 1,5U de Taq 
Polimerase e 2 µL de DNA 
Desnaturaçã
o inicial: 
94°C/7 min.                  
35 ciclos de: 
94°C/1 min., 
55°C/1 min., 




Reverse                                                                                  
Sh2: 5’ -CTC CAC TCT TCA ATT CTC 
TCC – 3’ 
*=Fragmento de DNA não-codificador de 529 pb, repetido de 200 a 300 vezes no genoma do 
protozoário.+=Protocolo baseado em Verant et al. (2014). 
As reações de PCR foram efetuadas em termociclador  Mastercycler® da Eppendorf 





em gel de agarose padrão Avati® a 2% (tempo de corrida: 90 min, 100 Volts), no 
fotodocumentador Compact Digimage System UV DI da Major Science® (USA). 
 
4.1.12. Caracterização molecular de Cryptosporidium spp. baseada no gene 18S rRNA 
Com a finalidade de efetuar a extração do DNA das amostras positivas para 
oocistos de Cryptosporidium spp. na microscopia de epifluorescência ,  foi utilizado o 
kit comercial PowerSoil® DNA Isolation Kit  da MO BIO Laboratories Inc (USA),  de acordo 
com as instruções do fabricante.  
Para a amplificação do fragmento do gene 18S rRNA (830 pb) foi empregado o 
protocolo de nested  PCR conforme Santín et al. (2004), utilizando os iniciadores relatados por 
Xiao et al. (2000) (Tabela 11). 
 
Tabela 11. Iniciadores e condições utilizadas na reação de nested – PCR+ para detecção de 
Cryptosporidium spp. nas amostras de água proveniente de piscinas públicas no município 
de Campinas, SP. 
 
  Iniciadores: Comprimento de amplificação (pb) 
Componentes da 





Forward                                                                     
CryptoF: 5’ – TTC TAG AGC TAA TAC ATG CG – 3’ 
1325 
Cada reação foi realizada 
com volume final de 50 
µL contendo Tampão de 
PCR 1x; 3 mM de Mg 
Cl2; 0,2 mM de cada 
dNTP; 2.5 uL de BSA 
(0.1g/10mL); 1 µM de 
cada iniciador; 2,5U de 




94°C/3 min.                  
35 ciclos de: 
94°C/45 seg., 
59°C/45 seg., 





Reverse                                                                       
CryptoR: 5’ – CCC ATT TCC TTC GAA ACA GGA– 3’ 
Segunda 
Reação  
Forward                                                                           
AL1598: 5’ – AAG GAG TAA GGA ACA ACC TCC A– 
3’  
830 
Cada reação foi realizada 
com volume final de 50 
µL contendo Tampão de 
PCR 1x; 1.5 mM de Mg 
Cl2; 0,2 mM de cada 
dNTP; 2.5 uL de BSA 
(0.1g/10mL); 1 µM de 
cada iniciador; 2,5U de 




94°C/1 min.                  
40 ciclos de: 
94°C/30 seg., 
58°C/90 seg., 
72°C/2 min.    
Extensão 
final: 
 72°C/7 min. 
Reverse                                                                        
AL3032: 5’ – GGA AGG GTT GTA TTT ATT AGA TAA 
AG– 3’ 
.+=Protocolo baseado em Santín et al. (2004). 
 
As reações de PCR foram efetuadas em termociclador  Mastercycler® da Eppendorf 
(Alemanha). A visualização dos produtos amplificados da PCR foi realizada após eletroforese 
em gel de agarose padrão Avati® a 2% (tempo de corrida: 90 min.; 100 Volts), no 






Para a extração do DNA das amostras que foram positivas para cistos de Giardia 
também foi utilizado o kit comercial PowerSoil® DNA Isolation Kit da MO BIO 
Laboratories Inc (USA), de acordo com as instruções do fabricante.  
As análises moleculares foram baseadas no fragmento de 530 pb do gene triose fosfato 
isomerase (tpi) (SULAIMAN et al., 2003), 511pb do gene beta-giardina (bg) (CACCIÒ et al., 
2002; LALLE et al., 2005), 530 pb do gene glutamato desidrogenase (gdh) (CACCIÒ et al., 
2008; LALLE et al., 2009) e, complementados com o fragmento de 292 pb do SSU rRNA 
(APPELBEE et al., 2003) (Tabela 12). 
Tabela 12. Iniciadores e condições utilizadas na reação de nested - PCR para detecção de 
Giardia spp. nas amostras de água proveniente de piscinas públicas no município de 
Campinas, SP. 
 









et al., 2003) 
Primeira 
Reação 
Forward                                                                     
AL3543: 5’ –AAA TIA TGC CTG 
CTC GTC G  – 3’ 605 
Cada reação foi 
realizada com volume 
final de 25 µL contendo 
4.5 µL de água, 12.5 µL 
de GoTaq® Colorless 
Master Mix, 1.5 µL de 
cada Iniciador, 2.0 uL 
de BSA (0.1g/10mL) e  
3 µL de DNA  
Desnaturação inicial: 
94°C/5 min.                  
35 ciclos de:  
94°C/45 seg., 50°C/45 
seg., 72°C/1 min. 
Extensão final:  
72°C/10 min. Reverse                                                                       AL3546: 5’ –CAA ACC TTI TCC 
GCA AAC C – 3’ 
Segunda 
Reação  
Forward                                                                           
AL3544: 5’ –  CCC TTC ATC 
GGG GTA ACT T– 3’  530 
Cada reação foi 
realizada com volume 
final de 25 µL contendo 
5.5 µL de água, 12.5 µL 
de GoTaq® Colorless 
Master Mix, 1.5 µL de 
cada Iniciador,  e 4 µL 
de DNA 
Desnaturação inicial: 
94°C/5 min.                  
35 ciclos de: 
 94°C/45 seg., 50°C/45 
seg., 72°C/1 min.      
Extensão final:  
72°C/10 min   
Reverse                                                                        
AL3545: 5’ – GTG GCC ACC ACI 




Forward                                                                     
G7: 5’ –AAG CCC GAC GAC CTC 
ACC CGC AGT GC  – 3’ 
753 
Cada reação foi 
realizada com volume 
final de 50 µL contendo 
Tampão de PCR 1x; 1.5 
mM de Mg Cl2; 0.2 mM 
de cada dNTP; 2.5 uL 
de BSA (0.1g/10mL); 1 
µM de cada iniciador; 
2,5U de Taq Polimerase 
e 5 µL de DNA 
Desnaturação inicial: 
94°C/5 min.                  
40 ciclos de: 
 94°C/30 seg., 65°C/30 
seg., 72°C/1 min.      
Extensão final: 
 72°C/7 min. 
beta-giardina 
(bg)         
(Modificado 
de Cacciò et 
al, 2002 e 
Lalle et al., 
2005) 
Reverse                                                                       
G759: 5’ –GAG GCC GCC CTG 




Forward                                                                           
Lalle1: 5’ – GAA CGA GAT CGA 
GGT CCG – 3’  
511 
Cada reação foi 
realizada com volume 
final de 50 µL contendo 
Tampão de PCR 1x; 1.5 
mM de Mg Cl2; 0.2 mM 
de cada dNTP; 2.5 uL 
de BSA (0.1g/10mL); 1 
µM de cada iniciador; 
2,5U de Taq Polimerase 
e 5 µL de DNA 
Desnaturação inicial: 
94°C/5 min.                  
40 ciclos de: 
 94°C/30 seg., 55°C/30 
seg., 72°C/1 min.      
Extensão final:  
72°C/7 min. 
  
Reverse                                                                        
Lalle2: 5’ – CTC GAC GAG CTT 









Gdh1:5’ – TTC CGT RTY CAG 
TAC AAC TC – 3’                                                                 
 
Cada reação foi 
realizada com volume 
final de 50 µL contendo 
Tampão de PCR 1x; 1.5 
mM de Mg Cl2; 0.2 mM 
de cada dNTP; 2.5 uL 
de BSA (0.1g/10mL); 1 
µM de cada iniciador; 
2,5U de Taq Polimerase 
e 5 µL de DNA 
Desnaturação inicial: 
94°C/2 min.                  
35 ciclos de:  
94°C/30 seg., 50°C/30 
seg., 72°C/1 min.      
Extensão final: 






et al., 2008 e 
Lalle et al ., 
2009) 
Reverse  
Gdh2:5’ – ACC TCG TTC TGR 





Gdh3:5’ –  ATG ACY GAG CTY 
CAG AGG CAC GT – 3’                                                                                                                                           
530 
Cada reação foi 
realizada com volume 
final de 50 µL contendo 
Tampão de PCR 1x; 1.5 
mM de Mg Cl2; 0.2 mM 
de cada dNTP; 2.5 uL 
de BSA (0.1g/10mL); 1 
µM de cada iniciador; 
2,5U de Taq Polimerase 
e 5 µL de DNA 
Desnaturação inicial: 
94°C/2 min.                  
35 ciclos de:  
94°C/30 seg., 50°C/30 
seg., 72°C/1 min.      




Gdh4:5’ – GTG GCG CAR GGC 
ATG ATG CA– 3’                                                                                                                                         
SSU rRNA 
(APPELBEE 





GiaF:5’ – AAG TGT GGT GCA 
GAC GGA CTC– 3’                                                                                                                                                                                                             
497 
Cada reação foi 
realizada com volume 
final de 50 µL contendo 
Tampão de PCR 1x; 2 
mM de Mg Cl2; 0.2 mM 
de cada dNTP; DMSO 
5%, 1 µM de cada 
iniciador; 0,5U de Taq 
Polimerase e 5 µL de 
DNA 
Desnaturação inicial: 
96°C/2 min.                  
35 ciclos de:  
96°C/45 seg., 58°C/30 
seg., 72°C/45 seg.      
Extensão final:  
72°C/4 min 
Reverse  
GiaR:5’ – CTG CTG CCG TCC 
TTG GAT GT– 3’                                                                                                                                                                                                               
Segunda 
Reação  
Forward    
RH11:5’ – CAT CCG GTC GAT 
CCT GCC– 3’                                                                                                                                                                                                                 
292 
Cada reação foi 
realizada com volume 
final de 50 µL contendo 
Tampão de PCR 1x; 2 
mM de Mg Cl2; 0.2 mM 
de cada dNTP; DMSO 
5%, 1 µM de cada 
iniciador; 0,5U de Taq 
Polimerase e 5 µL de 
DNA 
Desnaturação inicial: 
96°C/2 min.                  
35 ciclos de:  
96°C/45 seg., 55°C/30 
seg., 72°C/45 seg.      
Extensão final:  
72°C/4 min 
Reverse 
RH4:5’ – AGT TCG AAC CCT 
GAT TCT CCG CCA GG– 3’                                                                                                                                                                                                                 
 
As reações de PCR foram efetuadas em termociclador  Mastercycler® da Eppendorf 
(Alemanha). A visualização dos produtos amplificados da PCR foi realizada após eletroforese 
em gel de agarose padrão Avati® a 2% (tempo de corrida: 90 min.; 100 Volts), no 
fotodocumentador Compact Digimage System UV DI da Major Science® (EUA).  
4.1.14. Sequenciamento 
 Posteriormente à confirmação das bandas em gel de agarose, os produtos da PCR foram 
purificados pelo kit ExoSAP-IT™ PCR Product Cleanup Reagent da Thermo-Fisher 
Scientific (EUA), seguindo as instruções do fabricante, e depois foram enviados para 
sequenciamento na empresa HELIXXA Bases for Life, que utilizou o sequenciador Applied 
BiosystemsTM 3500 Genetic Analyzer da Thermo-Fisher Scientific (EUA). Foram 





SSU rRNA), utilizando os primers empregados na segunda reação para cada marcador. 
4.1.15. Estudo do posicionamento filogenético de Giardia spp.  
Foi feito o alinhamento das sequências consenso obtidas a partir do sequenciamento dos 
produtos da PCR para SSU rRNA e o gene bg usando o algoritmo de alinhamento múltiplo 
implementado no MAFFT v.7 (KATOH e STANDLEY, 2013) e o método de refinamento G-
INS-i para sequências com homologia global. As sequencias que continham extremidades com 
baixa qualidade de alinhamento foram editadas manualmente.  
A análise filogenética realizada no presente estudo foi implementada através da 
comparação com sequências do banco de dados, previamente caracterizadas. Sequências de 
referencia do gene bg dos grupos genéticos de Giardia foram obtidas do GenBank (Tabela 13). 
Neighbor-joining (NJ) e análises de Máxima Verossimilhança (MV) foram realizadas através 
do software MEGA v 7.0 (KUMAR et al., 2016). O modelo de substituição que melhor se 
adequa aos dados obtidos foi selecionado através do software jModelTest (POSADA, 2008). 
As análises foram realizadas com a utilização do modelo de Tamura-Nei93 que assume 
desigualdade na frequência dos nucleotídeos. O teste de filogenia bootstrap foi realizado com 
10.000 replicas. 
 
Tabela 13. Sequências de referencia do gene bg dos grupos genéticos de Giardia obtidas 
do GenBank 

























































Esse projeto surgiu a partir de uma oficina organizada pelo Laboratório de Protozoologia 
da UNICAMP :“ I Oficina de parasitas em Alimentos: Cenário atual das metodologias analíticas 
para detecção de parasitos em alimentos”, na qual algumas equipes da maioria dos laboratórios 
participantes estavam presentes. Nesta oficina, uma descrição detalhada da metodologia 
desenvolvida por Matosinhos (2016) foi discutida, bem como o uso dos equipamentos e reagentes 
empregados neste procedimento analítico. 
Antes do início do ensaio inter-laboratorial, todos os laboratórios participantes receberam 
uma cópia do protocolo proposto e padronizado contendo figuras detalhando passo a passo a 
metodologia a ser utilizada. Assim, os laboratórios se familiarizaram com o método. Os 
laboratórios foram incentivados a apresentar suas dúvidas referentes à metodologia e indicaram 
quais os pontos do protocolo que deveriam ser alterados para melhorar a clareza. 
A pesquisa foi dividida em duas etapas: - Na primeira etapa foi feita a avaliação da 
eficiência de recuperação da metodologia para detecção de ovos de Ascaris suum pelos diferentes 
laboratórios envolvidos no projeto, a partir da contaminação artificial de amostras de alface e rúcula 
empregando como modelo uma suspensão purificada de ovos de Ascaris suum, e  - Na segunda 
etapa foi feita a avaliação da contaminação natural presente em alfaces e rúculas comercializada 
em feiras livre e supermercados de diferentes cidades (n=7) e estados (n=5), as quais vão ser 
descritas como segue. 
 
4.2.1. Delineamento experimental da Primeira Etapa 
4.2.1.1. Preparo da Suspensão Purificada de ovos de Ascaris suum:   
 
 Para a obtenção da suspensão purificada de ovos de helmintos, fêmeas de Ascaris suum 
foram dissecadas com o auxílio de protocolo baseado em Jensen et al. (2009) e em comunicação 
pessoal com a Prof. Dra. Marlene Tiduko Ueta (Instituto de Biologia, UNICAMP). As fêmeas 
foram obtidas de suínos da cidade de Pomerode, Santa Catarina, região endêmica para ascaridiose 
suína e foram armazenadas em solução de formalina a 3%. Uma vez no laboratório, as fêmeas 





estereomicroscópio, cortando os últimos dois centímetros da bifurcação do útero, onde estão 
contidos os ovos maduros.  
Os fragmentos do útero foram colocados em uma placa de Petri, contendo água declorada 
e com um bastão de vidro, foi exercida pressão sobre eles, com o fim que todos os ovos fossem 
liberados. Logo, essa suspensão foi peneirada para remover todos os fragmentos de tecido. A 
suspensão resultante de ovos foi concentrada mediante centrifugação a 174 x g por 5 minutos, e o 
sobrenadante foi desprezado. O sedimento obtido foi ressuspenso em água declorada, à qual foram 
adicionadas algumas gotas de formalina.   
 
4.2.1.2. Enumeração da Suspensão Purificada de ovos de Ascaris suum e preparação de 
inóculos para serem enviados aos laboratórios participantes 
 
Para enumeração dos ovos de Ascaris suum presentes na suspensão purificada, foram 
contados o número de ovos presentes em 10 alíquotas de 10 µL para cálculo da concentração de 
ovos da suspensão a ser utilizada para contaminação artificial dos vegetais. Previamente à 
contagem, a suspensão estoque de ovos foi agitada por dois minutos, e o tubo foi invertido três 
vezes.  Foi calculada a média e o desvio padrão destas contagens. 
A seguir, foram preparados 10 frascos contendo o inóculo (cada frasco com uma média de 
350 ovos em 10µL). O valor do inóculo era desconhecido para os laboratórios participantes desse 
estudo, somente o laboratório que preparou o mesmo conhecia esse valor, os quais foram 
embalados e enviados aos diferentes laboratórios via SEDEX. 
 
4.2.1.3. Contaminação artificial das amostras de alface e rúcula por cada um dos laboratórios 
participantes 
 
Depois de cada laboratório participante (Tabela 14) ter recebido o inóculo da suspensão 
purificada de ovos de Ascaris suum, procederam aos ensaios de recuperação dos ovos. Para tanto, 
foram pesadas 30 g de alface (3 x 30 g de alface, ou seja, o ensaio foi realizado em triplicata) e 30 
g de rúcula (3 x 30g de rúcula).  As folhas foram colocadas em um recipiente limpo e seco, sem 
que ficassem sobrepostas e foram contaminadas com 10µL da suspensão de ovos que foi 





estabelecido. Também foram examinados exemplares que não sofreram contaminação artificial 
(branco), para atestar a negatividade dos vegetais empregados. Nesses ensaios, empregou-se 
verduras pré-lavadas e, novamente, lavadas no laboratório previamente aos testes laboratoriais.  
  
Tabela 14. Laboratórios participantes da primeira etapa de avaliação da eficiência de 




Laboratório Cidade Estado 
A São Paulo São Paulo 
B Campinas São Paulo 
C Bauru São Paulo 
D Ponta Grossa Paraná 
E Campinas São Paulo 
F Belo Horizonte 
Minas 
Gerais 
G Porto Alegre Rio Grande do Sul 
H Blumenau Santa Catarina 
I+ Campinas São Paulo 
J Curitiba Paraná 
    + = Laboratório principal (o qual preparou e enviou  
    o inóculo aos demais laboratórios). 
 
4.2.1.4. Análise de amostras: 
  
As amostras (30 gramas) foram colocadas em saco plástico limpo e sem uso prévio, 
adicionando-se às folhas do vegetal 200 mL da solução de glicina 1 M, pH 5.5 e d=1,025. Na 
sequência, foi feita a agitação manual por 3 min., no saco plástico; após a agitação, as folhas das 
verduras foram retiradas do saco plástico com o auxílio de uma pinça; o líquido restante no saco 
plástico (“amostra”) foi peneirado e colhido em cálice de sedimentação e foi deixado em repouso 
durante 2 horas (etapa de sedimentação).  
Decorrido o tempo de sedimentação, o sobrenadante foi descartado com auxílio de uma 
pipeta, deixando-se um sedimento de cerca de 10 mL, o qual foi transferido para um tubo de 
centrífuga de 15 mL. O cálice de sedimentação foi lavado com 5 mL de água destilada, adicionada 





e o sedimento homogeneizado com pipeta Pasteur. Por fim, foram feitas lâminas deste sedimento 
para contagem e identificação dos ovos recuperados, examinando-se todo o sedimento em várias 
alíquotas de 10 µl, até que foi esgotado o volume de sedimento obtido após a centrifugação. Os 
ovos foram visualizados por microscopia óptica e contados em sua totalidade. Foram empregados 
























Fig. 6. Descrição da metodologia desenvolvida por Matosinhos (2016) para a recuperação de 
ovos de Helmintos a partir de amostras de hortaliças. 
 
 Seguindo o protocolo padronizado, foram analisadas amostras divididas nos seguintes 
grupos: amostra controle ou branco: amostras não contaminadas artificialmente e, supostamente, 
isentas de parasitos; e amostras contaminadas sendo 3 de alface e 3 de rúcula por cada laboratório 
participante. O cálculo da porcentagem de recuperação do método foi feito por comparação entre 
o número médio de ovos recuperados em cada teste e o número de formas parasitárias usadas na 






Recuperação do Método =
N° médio de ovos recuperados em cada teste
Nº de parasitos usados na contaminação em cada teste.
∗ 100 
 
4.2.2. Delineamento Experimental da Segunda Etapa: 
  Foi feita a avaliação da contaminação natural presente em alface, rúcula ou coentro 
comercializados em feiras livre e supermercados de diferentes cidades e estados. Participaram 
dessa etapa, alguns dos laboratórios (Tabela 15) que foram incluídos e concretizaram a etapa de 
eficiência de recuperação (Etapa 1). Ao todo, foram examinados 334 pés de alface, 249 pés de 
rúcula e 89 de coentro, totalizando 672 amostras de vegetais. Os vegetais foram comprados de 
feiras-livre e supermercados. Cada laboratório participante executou as análises laboratoriais, de 
acordo com a metodologia avaliada na Etapa 1.  
 
Tabela 15. Laboratórios participantes da segunda etapa do projeto, para a avaliação da 
contaminação natural presente em alface e rúcula comercializada em feiras livre e 
supermercados de diferentes cidades e estados. 
 
ID 
Laboratório Cidade Estado 











1 Campinas São Paulo 54 54 54 
2 Belo Horizonte 
Minas 
Gerais 
27 27 NA 
3 São Paulo São Paulo 30 14 NA 
4 Bauru São Paulo 60 60 NA 
5 Campinas São Paulo 48 44 NA 
6 Ponta Grossa Paraná 
60 30 NA 
7 Blumenau Santa Catarina 
20 20 NA 
8 Manaus Amazonas 35 0 35 







4.2.3. Análise de dados: 
Para a primeira etapa a normalidade dos dados foi testada usando o método de Shapiro-
Wilk. A adequação do procedimento de  Matosinhos et al. (2016) para as diferentes matrizes 
vegetais avaliadas (alface e rúcula) foi verificada pelo teste de Wilcoxon. Para analisar as eficiências 
de recuperação alcançadas pelos laboratórios que participaram nesse estudo, o teste de ANOVA foi 
empregado. Em relação aos dados da rúcula, foi empregado o teste de Tukey para identificar as 
diferenças entre os laboratórios. Um valor de P <0,05 foi considerado estatisticamente significativo 
em todos os casos. 
Para a segunda etapa foi utilizada estatística descritiva e o teste de chi-quadrado para 
comparar a contaminação por HTS nos diferentes vegetais, as diferenças foram consideradas 
significativas com um valor de P <0,05. Os dados foram analisados usando o software R 3.3.2 (R 






























Os resultados são apresentados em três capítulos como segue: 
 
-CAPITULO I: Ocorrência de oocistos de Cryptosporidium spp., cistos de Giardia spp. e 
estruturas similares aos oocistos de Toxoplasma gondii nas piscinas públicas da cidade de 
Campinas, SP. (“Occurrence of Cryptosporidium oocysts, Giardia cysts and structures similar to 
Toxoplasma gondii oocysts in municipal swimming pools of Campinas city, Southeast Brazil”; a 
ser submetido para: International Journal of Hygiene and Environmental Health; em preparação). 
 
-CAPITULO II: Parasitos em produtos frescos: avaliação inter-laboratorial brasileira de uma 
metodologia padronizada para a detecção de ovos de Ascaris sp. (“Parasites in fresh produce: a 
Brazilian Inter-Laboratory Evaluation of a Standardized Methodology for Ascaris sp.eggs 
detection”; a ser submetido para: International Food Microbiology  
-CAPITULO III: Contaminação de helmintos transmitidos pelo solo em hortaliças comumente 
consumidas cruas no Brasil: pesquisa multi-estadual usando uma metodologia padronizada. (“Soil-
transmitted helminths contamination of raw vegetables commonly consumed in Brazil; a multi-



















CAPITULO I: OCORRÊNCIA DE OOCISTOS DE Cryptosporidium spp., CISTOS DE 
Giardia spp. E ESTRUTURAS SIMILARES AOS OOCISTOS DE Toxoplasma gondii NAS 
PISCINAS PÚBLICAS DA CIDADE DE CAMPINAS, SP. 
 
Resumo 
Os protozoários Toxoplasma gondii, Cryptosporidium spp. e Giardia spp. são 
frequentemente associados a surtos pela contaminação de fontes de água, água potável e águas para 
atividades de recreação, especialmente em piscinas onde a desinfecção da água ocorre somente 
pela cloração. O objetivo dessa pesquisa foi avaliar a ocorrência de Toxoplasma gondii, 
Cryptosporidium spp. e Giardia spp., em piscinas públicas do Município de Campinas, SP. Para 
tanto, foram colhidas 57 amostras de água de piscinas públicas do Município de Campinas, sendo 
45 de água da retrolavagem dos filtros, e 12 de água das piscinas. A detecção de Giardia spp., e 
Cryptosporidium spp., foi realizada pelo método de membrana filtrante proposto por Franco et al., 
2001, com modificações (etapa de pré-filtração quando foi requerida, Centrifugo-concentração a 
1500 x g/15minutos e separação imunomagnética (IMS) com dissociação térmica), sendo o produto 
analisado por teste de imunofluorescência direta (IF) e confirmação morfológica com filtro de 
Contraste de Interferência diferencial (DIC). Para a detecção dos oocistos de Toxoplasma gondii, 
foi utilizado o liquido de descarte da etapa de purificação por IMS, o qual foi submetido à flutuação 
em solução de sacarose (gr. sp.=1,20 g/mL), o produto foi filtrado em uma membrana de 25 mm, 
sendo examinada ao microscópio sob luz UV. Quando detectadas formas similares aos oocistos de 
T. gondii, a membrana foi lavada e o liquido resultante foi empregado para realizar a análise 
molecular para T. gondii, utilizando o fragmento do Elemento de Repetição de 529 pb. Pela 
microscopia, foram detectados Giardia spp. (4/21; 19,0%), Cryptosporidium spp. (2/21; 9,5%) e 
formas semelhantes aos oocistos de T. gondii (7/21; 33,3%).  Nas análises moleculares, Giardia 
foi confirmada em 3/4 piscinas previamente positivas por IFA, enquanto que nenhuma 
amplificação de DNA de Cryptosporidium foi obtida. Para as estruturas similares aos oocistos de 
Toxoplasma gondii, houve amplificação em 3/7 piscinas. Os resultados obtidos são relevantes em 
Saúde Pública, pois foi detectada a presença de protozoários patogênicos nas águas das piscinas, 
representando um risco para a saúde dos usuários destes locais.  
 







Em um país tropical como o Brasil, a natação é uma das atividades de lazer preferidas pela 
população, especialmente nos meses de verão. No entanto, a natação pode expor as pessoas a uma 
grande variedade de agentes infecciosos, como bactérias, fungos, vírus e protozoários patogênicos 
que podem estar presentes nas águas da piscina (GHIMIRE et al, 2010; LAM et al., 2014). 
Os patógenos entéricos podem ser ingeridos acidentalmente durante a natação e, portanto, 
representam uma ameaça para a saúde dos usuários de piscinas (LAM et al., 2014). Estudos 
epidemiológicos mostraram um risco geralmente elevado de doença gastrointestinal em banhistas 
em comparação com não banhistas (FEWTRELL e KAY, 2015). 
Nos Estados Unidos, os surtos epidêmicos de infecções parasitárias ligadas às piscinas 
aumentaram nos últimos anos (CDC, 2017); Cryptosporidium spp. foi o principal agente etiológico  
incriminado nesses episódios (HLAVSA et al., 2017). Este protozoário causa dor abdominal com 
diarreia abundante e aquosa, que ocasionalmente pode durar vários dias, mesmo em indivíduos 
saudáveis (HUNTER e NICHOLS, 2003). Até o momento, não existe um agente terapêutico que 
seja efetivo contra este parasito. 
Nadar em piscinas é um fator de risco bem reconhecido significativamente associado à 
giardiose (MINETTI et al., 2015). Nos Estados Unidos, os surtos epidêmicos de giardiose 
transmitidos pela água foram documentados tanto em águas recreativas tratadas e como não 
tratadas. Ao analisar dados nacionais sobre os casos notificados de giardiose durante um período 
de 1971 a 2011, Adam et al. (2016) revelaram que os surtos associados à água de recreação 
atingiram o seu maior número no verão naquele país.  
As manifestações clínicas das infecções por Giardia podem variar desde uma doença 
diarreica aguda até uma infecção assintomática. Quando presentes, os sintomas da giardiose 
incluem diarreia, náuseas, perda de peso, inchaço e dor abdominal. Este protozoário pode provocar 
consequências em longo prazo, tais como manifestações extra intestinais, deficiências cognitivas e 
de crescimento físico (em crianças) e síndrome do intestino irritável pós-infeccioso (HALLIEZ e 
BURET, 2013). 
A toxoplasmose transmitida pela água é considerada como uma preocupação significativa 
para a saúde pública, já que a infecção por Toxoplasma gondii pode levar a sérias consequências 





ligados à contaminação da  água com oocistos, como fonte de infecção por este parasito foram 
documentados em vários países, incluindo o Brasil (MOURA et al., 2006; JONES e DUBEY, 
2010), Panamá, Canadá, Guiana Francesa e Índia (BENENSON et al., 1982; PALANISAMY et al, 
2006; PLUTZER e KARANIS, 2016). Ao analisar dados sobre a ocorrência de protozoários 
patogênicos em países da América Latina, Rosado-Garcia et al. (2017) apontaram que T. gondii 
surgiu como uma das principais causas de surtos epidêmicos de veiculação hídrica nesta região do 
mundo. Embora a toxoplasmose seja uma doença zoonótica prevalente no mundo todo, até onde 
nosso conhecimento permite afirmar, não há dados sobre a ocorrência deste protozoário nas águas 
de piscinas. 
A importância da recreação aquática em piscinas na transmissão de protozoários 
patogênicos, como Toxoplasma gondii, Cryptosporidium spp. e Giardia spp. no Brasil permanece 
desconhecida, com exceção da pesquisa de Greinert et al. (2004), que avaliou técnicas para a 
detecção de cistos de Giardia e oocistos de Cryptosporidium em água de retrolavagem de filtros 
de piscina usando floculação com carbonato de cálcio e separação imunomagnética (IMS). 
No entanto, os oocistos e cistos desses parasitos (T. gondii, Cryptosporidium e Giardia), 
podem sobreviver aos efeitos de tratamentos físicos e químicos, que atualmente são aplicados nos 
processos de desinfecção de piscinas, como a cloração e o tratamento com ozônio (DUMETRE et 
al., 2008). 
Neste contexto, essa investigação fornece, pela primeira vez no Brasil, a avaliação da 
ocorrência de T. gondii, Cryptosporidium e Giardia mediante o uso de métodos parasitológicos e 
moleculares, em  piscinas públicas utilizadas pela população. 
 
Materiais e métodos 
Locais de estudo 
 
 As piscinas (n = 21) incluídas nesse estudo estão distribuídas em quatro regiões da cidade 
de Campinas (leste, noroeste, norte e sul), a qual possui 1 milhão de habitantes e está localizada a 
100 km de distância da capital do estado de São Paulo. As piscinas estão sob a gestão da Secretaria 
de Esportes e Lazer do Município. A população tem acesso a uma grande variedade de atividades 
gratuitas tanto esportivas como de lazer nessas praças de esportes. Uma visão geral das 





descobertas e a desinfeção da água é realizada com cloro. Além disso, neste estudo, estão incluídas 
duas piscinas pertencentes à Faculdade de Educação Física da Universidade Estadual de Campinas. 
 
Tabela 1. Características das piscinas públicas municipais em Campinas, SP: Parâmetros 







usuários Pontuação do Risco+ 
 













Presença de gatos e cães nas 
instalações da piscina, escoamento de 
água de chuva para dentro da piscina. 
B 6.02 40.09 50 03 04 
Presença de pássaros nas instalações 
da piscina, escoamento de água de 
chuva para dentro da piscina. 
C 5.75 5.9 50 03 06 Relato de acidente fecal, presença de cães e rãs na piscina. 
D 5.53 0.6 150 30 07 
Relato de acidente fecal, presença de 
cães ao redor da piscina. Esta piscina 
não possui sistema de filtração. 
E 6.5 81.3 30 30 05 
Relato da remoção de uma coruja morta 
da água da piscina. Cinco cães moram 
nessa instalação. 
F 5.5 21.35 30 30 05 
Relato da remoção de um gavião morto  
da água da piscina. Cinco cães moram 
nessa instalação. 
G 5.9 146.35 30 30 05 
Relato da remoção de uma coruja morta 
da piscina. Cinco cães moram nessa 
instalação. 
H 5.5 22.5 300 05 06 
Presença de um cão nas instalações da 
piscina. O sistema de filtração dela não 
estava funcionando apropriadamente. 
I 5.5 0.98 300 04 04 
Presença de pássaros nas instalações 
da piscina, escoamento de água de 
chuva para dentro da piscina. 
J 5.9 9.8 300 04 05 Esta piscina não possui sistema de filtração. 
K 5.9 13.2 80 12 06 Relato de acidente fecal, escoamento de água de chuva para dentro da piscina. 
L 7.1 3.82 60 10 05 Relato de acidente fecal 
M 5.75 16.09 100 03 06 
Presença de gatos, macacos e tatus nas 
instalações da piscina, escoamento de 
água de chuva para dentro da piscina.  
N 5.9 1.19 100 03 06 
Presença de gatos, macaco e tatus nas 
instalações da piscina, escoamento de 
água de chuva para dentro da piscina. 
O 6.12 22.6 100 04 08 
Uma gata mora com seus filhotes nessa 
instalação. Foi retirado um morcego 





usuários não utilizam vestimenta 
apropriada. 
P 6.0 221.5 350 30 06 
Foram observados capivaras, gatos, 
tartarugas, gansos e patos ao redor 
dessa instalação. Fezes de animais têm 
sido encontradas perto da área da 
piscina. Tem relatos de acidentes fecais 
por parte dos usuários. Um gambá foi 
encontrado morto dentro da piscina 
Q 6.1 120.6 350 30 06 
Foram observados capivaras, gatos, 
tartarugas, gansos e patos ao redor 
dessa instalação. Fezes de animais têm 
sido encontradas perto da área da 
piscina. Tem relatos de acidentes fecais 
por parte dos usuários.  
R 6.0 1.37 50 08 08 
O sistema de filtração da piscina estava 
fora de funcionamento. A casa  de 
maquinas estava totalmente alagada. 
Fezes humanas e fraldas usadas foram 
observadas na área da piscina. Ao 
redor instalação, havia presença de 
lixo.  
S 6.3 27.06 150 07 08 
Fezes humanas foram observadas na 
área da piscina. Os usuários nadam 
junto com seus cães, não tomam banho 
antes de ingressar à piscina, nem usam 
vestimenta adequada para o banho. 
T 6.08 66.6 210 40 05 
Quando chove, o cano de água de chuva 
esvazia para a área da piscina. Os 
usuários geralmente não tomam banho 
antes de ingressar à piscina. 
U 6.1 131.3 210 40 05 
Quando chove, o cano de água de chuva 
esvazia para a área da piscina. Os 
usuários geralmente não tomam banho 
antes de ingressar à piscina. 
+ Pontuação do risco: valor obtido a partir da soma dos fatores de risco encontrados: 1. Invasão dos usuários 
durante a noite, 2. Presença de gatos, 3. Cães e 4. Outros animais, 5. Animal morto dentro da piscina, 6. Uso de 
vestimenta não adequada, 7. Usuários não tomam banho antes de nadar, 8.  Escoamento de água chuva para 
dentro da piscina, 9. Piscinas ao ar livre (descobertas) e 10. Liberação acidental de fezes por parte dos usuários. 
Cada fator vale um ponto (1.0). 











Colheita de amostras 
 
A amostragem foi realizada com uma frequência quinzenal, ao longo de 13 meses 
(novembro de 2015 a dezembro de 2016). No total, 57 amostras foram colhidas. As amostras foram 
colhidas diretamente da água da piscina ou da água da retrolavagem dos filtros, conforme 
conveniência. As amostras (1-5L) foram coletadas em garrafas de polipropileno previamente 
lavadas com solução de Tween 80 (0,1%). Todas as amostras foram transportadas imediatamente 
para o Laboratório de Protozoologia, do Instituto de Biologia, da Universidade Estadual de 
Campinas, em condições de refrigeração, sendo processadas e analisadas dentro das 72 horas 
posteriores à colheita. Foram registrados alguns dados como a média de usuários da piscina no 
verão e no inverno, fonte da água da piscina, tipo de usuários nas piscinas (crianças, adultos, 
gestantes, bebês, esportistas, idosos, dentre outros), o uso de cloro, algicida e floculantes para o 
tratamento da água, frequência de troca dos filtros de areia, número de filtros em operação, 
presença de animais domésticos ou selvagens/roedores nas instalações, frequência da retrolavagem 
dos filtros, ocorrência de acidentes fecais, invasão da piscina por residentes da vizinhança nas horas 
da noite, presença de lixo na água da piscina ou ao seu redor. 
Valores de Turbidez e pH das amostras foram registrados imediatamente depois das 
colheitas, utilizando o Turbidimetro portátil HACH® 2100P e o Medidor de pH  Thermo Scientific 
Orion Star ™ 3, seguindo as instruções do fabricante. 
 
Detecção de Cryptosporidium e Giardia por métodos parasitológicos e moleculares 
 
Amostras de água de piscina e de retrolavagem dos filtros foram concentradas através do 
protocolo de filtração por membrana otimizado por Bueno Franco et al.(2016), excetuando-se o 
uso de solução Tween 80 à temperatura ambiente para a eluição neste estudo. Para algumas 
amostras com valores elevados de turbidez, uma etapa de pré-filtração com papel de filtro foi 
executada previamente. Alíquotas de 0,5 mL obtidas a partir do sedimento das amostras 
concentradas foram purificadas por separação imunomagnética (IMS) usando beads magnéticas 
revestidas com anticorpos específicos para Cryptosporidium e Giardia (Dynabeads®GC-Combo, 
Invitrogen Dynal, AS Oslo, Noruega), tendo sido realizada a dissociação térmica como descrito 





com anticorpos monoclonais anti-Cryptosporidium e anti-Giardia conjugados com isotiocianato 
de fluoresceína (FITC) (Crypto / Giardia Cel®, Cellabs Pty. Ltd., Austrália) de acordo com as 
instruções do fabricante. As lâminas foram examinadas usando um microscópio de 
epifluorescência. As superfícies dos poços das lâminas de imunofluorescência foram examinadas 
em aumentos de 200x e 400x usando um filtro de fluorescência para FITC (450-490 nm). Os cistos 
e oocistos foram identificados e enumerados com base no tamanho, aspectos morfológicos e 
fluorescência “maçã verde brilhante”. A confirmação morfológica foi realizada com o filtro DIC. 
Os resultados foram expressos como contagem do número de organismos visualizados/L. As 
lâminas positivas na reação de imunofluorescência direta foram lavadas e raspadas de acordo com 
o protocolo de Ruecker (2013) e sendo a seguir submetidas à análise molecular. 
Assim, as extrações de DNA foram realizadas apenas para as amostras que foram positivas 
por microscopia, usando o kit de isolamento de DNA PowerSoil® (MO BIO Laboratories Inc.). 
Os procedimentos de extração foram realizados de acordo com as instruções do fabricante do kit. 
Para a amplificação do DNA de Cryptosporidium, utilizou-se o protocolo de reação em 
cadeia da polimerase aninhada descrito por Santín et al. (2004) usando os primers relacionados por 
Xiao et al. (2000) para o fragmento do gene do 18S rRNA (830 pb). 
Para a amplificação do DNA de Giardia, os marcadores genéticos triose fosfato isomerase 
(tpi) e beta-giardina (bg) foram abordados utilizando os protocolos descritos por Sulaiman et al. 
(2003), Cacciò et al. (2002) e Lalle et al. (2005), respectivamente. Amplificações de um fragmento 
de 530 pb do gene da glutamato desidrogenase (gdh) de acordo com Cacciò et al. (2008) e Lalle et 
al. (2009) foram realizadas. O fragmento SSU-rRNA (16S) (292 pb) foi amplificado utilizando os 
protocolos descritos por Appelbee et al. (2003) e Hopkins et al. (1997). Todas as reações de 
PCR foram realizadas no termociclador Mastercycler® da Eppendorf. Os produtos amplificados 
por PCR foram visualizados após eletroforese em gel de agarose (tempo de corrida: 90 min; 100 
Volts) no fotodocumentador UV DI do Digimage Compact System da Major Science®. 
Para o sequenciamento, os produtos de PCR (positivos) foram purificados usando o kit 
ExoSAP-IT (USB Corporation, Cleveland, Ohio), de acordo com as instruções do fabricante. Todas 
as amostras foram sequenciadas pela Hellixa Company com os mesmos iniciadores usados na 







Detecção de Toxoplasma gondii por métodos parasitológicos e moleculares 
 
Para a detecção de oocistos de T. gondii, foram empregados os protocolos modificados de 
Aubert e Villena (2009), Verant et al. (2014) e Ruecker (2013). Foi utilizado como amostra o 
sobrenadante do tubo Leighton mantido no ímã MPC®-1, durante o passo de purificação pela IMS 
ao processar amostras destinadas à detecção de oocistos de Cryptosporidium e de cistos de Giardia, 
como descrito acima. O líquido recuperado foi concentrado por centrifugação a 1.500 x g (20 min.) 
e logo submetido à flutuação com sacarose (gr. sp = 1,20 g / mL) como é descrito em Aubert e 
Villena (2009). Após centrifugação a 1250 x g (10 min.), o sobrenadante (2 mL) foi recolhido e 
filtrado em um funil MicroFil® (Millipore) em membrana de 25 mm de diâmetro com porosidade 
de 5 μm. Após a filtração, a membrana foi colocada em uma lâmina, foi coberta com meio de 
montagem que continha glicerol e com uma lamínula. A membrana foi examinada sob luz UV em 
um microscópio de epifluorescência. Se estruturas semelhantes aos oocistos de T. gondii  eram 
identificadas na amostra, baseadas na morfologia e na autofluorescência na cor azul neon observada 
nas paredes dos esporocistos e oocistos, a membrana "positiva" era submetida a estudos 
moleculares usando PCR para confirmação. Para isso, a membrana foi lavada com PBS aquecida 
a 37° C e raspada com um scraber usado na cultura de células como descrito por Ruecker, 2013. 
O líquido resultante foi recuperado para realizar extração de DNA e análise molecular para 
confirmar a presença de T. gondii. 
As amostras que apresentaram formas semelhantes a oocistos de T. gondii foram 
submetidas à extração de DNA utilizando o kit NúcleoSpin® Food (Macherey-Nagel, Alemanha) 
de acordo com as instruções do fabricante. Após extrações, as reações de PCR aninhadas foram 
realizadas usando os iniciadores descritos por Homan et al. (2000) e Shapiro et al. (2010), de acordo 
com o protocolo de Verant et al. (2014) para amostras ambientais, usando o fragmento de ER529 
pb como alvo. Como controle positivo nas reações de PCR, utilizou-se o DNA de uma cepa de T. 
gondii (ME49 – ATCC®) gentilmente fornecida pelo Dr. João Luis Garcia, da Universidade de 
Londrina (UEL), Paraná, Brasil. Para cada amostra incluída no estudo molecular, a PCR foi 








Ensaios de controle de qualidade 
 
Para os ensaios de controle de qualidade, foram analisadas duas amostras de água de 
retrolavagem dos filtros coletadas de uma piscina pública e de uma piscina privada para a 
determinação das recuperações de cistos e oocistos, previamente ao inicio das coletas das piscinas 
municipais.  
As amostras foram contaminadas artificialmente com suspensões quantificadas e 
certificadas Color-SeedTM (BTF Pty Ltd, Biomérieux Company, Austrália) contendo 100 ± 2,1 
oocistos de Cryptosporidium e 99 ± 1,9 cistos de Giardia. Outra amostra foi contaminada no 
laboratório com oocistos de T. gondii (100 oocistos) provenientes de uma suspensão purificada de 
fezes de gato positivas que foram mantidas refrigeradas no escuro a 4° C até o uso. Para o teste de 
contaminação, os oocistos de T. gondii foram previamente inativados pelo calor, já que a 
manipulação de  oocistos viáveis no laboratório representa um risco biológico (SUPPES et al., 
2016). Após a adição de cistos e oocistos, as amostras foram submetidas à agitação durante 10 
min., as quais,  foram processadas com as metodologias escolhidas para esse estudo. Uma amostra 
negativa (H20d) também foi analisada. A porcentagem de recuperações de cistos e oocistos neste 
ensaio de contaminação da matriz (MS) foi estimada como segue: 
 
P= Nsp-Ns/T (100%) 
Onde: 
P=Percentagem de recuperação de cistos e oocistos 
Nsp= número de cistos e oocistos enumerados na matriz contaminada artificialmente. 
Ns= número de cistos e oocistos presentes naturalmente na amostra sem contaminar. 
T= Número de cistos e/ou oocistos usados para contaminar a amostra de água. 
 
 Com o objetivo de avaliar o desempenho da detecção de Cryptosporidium e Giardia na 
rotina, um teste de Precisão e Recuperação na rotina (OPR) também foi realizado usando água 





Estudo do posicionamento filogenético de Giardia spp. 
 
Foi feito o alinhamento das sequências consenso obtidas a partir do sequenciamento dos 
produtos da PCR para o SSU rRNA e o gene bg usando o algoritmo de alinhamento múltiplo 
implementado no MAFFT v.7 (KATOH e STANDLEY, 2013) e o método de refinamento G-INS-
i para sequências com homologia global. As sequencias que continham extremidades com baixa 
qualidade de alinhamento foram editadas manualmente usando o BioEdit ®.  
A análise filogenética realizada no presente estudo foi implementada através da comparação 
com sequências do banco de dados, previamente caracterizadas. Sequências de referencia do gene 
bg dos grupos genéticos de Giardia foram obtidas do GenBank. Neighbor-joining (NJ) e análises 
de Máxima Verossimilhança (MV) foram realizadas através do software MEGA v 7.0 (KUMAR 
et al., 2016). O modelo de substituição que melhor se adequa aos dados obtidos foi selecionado 
através do software jModelTest (POSADA, 2008). As análises foram realizadas com a utilização 
do modelo de Tamura-Nei93 que assume desigualdade na frequência dos nucleotídeos. O teste de 




Os resultados dos ensaios de controle de qualidade mostraram eficiências de recuperação 
de 15% e 27% para cistos de Giardia e oocistos de Cryptosporidium, respectivamente, utilizando 
a técnica de filtração em membrana, conforme descrito neste estudo. Para T. gondii, uma 
recuperação de 14% foi alcançada considerando a visualização de oocistos autofluorescentes após 
filtração da amostra no sistema MicroFunnil®. O teste OPR mostrou recuperações de 33% para 
oocistos de Cryptosporidium e 36% para cistos de Giardia. 
Pela imunofluorescência, os cistos de Giardia foram detectados em 19,0% (4+/21) das 
piscinas incluídas nesse estudo (Piscinas E, H, I e S), enquanto, os oocistos de Cryptosporidium 
foram presentes em 9,5% (2+/21) dessas piscinas (D e H). Em uma piscina (4,7%), ambos os 
protozoários foram detectados pelo menos uma vez (H) (Fig. 1). Estruturas semelhantes aos 
oocistos de T. gondii foram detectadas em 33,3% (7+/21) das piscinas (G, H, I, O, S e U) (Fig.2). 
 Os cistos de Giardia e estruturas semelhantes aos oocistos de T. gondii foram visualizados 






Fig. 1. Fotomicrografias de cisto de Giardia sp. e oocisto de Cryptosporidium sp., visualizados nas amostras das 
piscinas avaliadas, respetivamente, sob o microscópico de epifluorescência e visualização em DIC: (A e C) ×1000 
filtro para FITC visualizando-se a característica fluorescência verde-maçã brilhante; (B e D) ×1000 em DIC 
demonstrando a morfologia característica dos cistos e oocistos, respectivamente. 
 
Fig. 2. Fotomicrografias de oocistos de T. gondii e estruturas similares aos oocistos, visualizados em membranas de 
filtro de 25 mm de diâmetro, após filtração sob luz UV, no microscópio de epifluorescência x400. (A): Controle 
positivo demonstrando a morfologia e autofluorescência característica de um oocisto de T. gondii esporulado e outro 
sem esporular (provenientes de fezes de gato, mantidos em solução de ácido sulfúrico 2%, gentilmente doados pelo 
Dr. João Luis Garcia (UEL/Londrina, Paraná), após filtração da amostra controle positivo no sistema MicroFunnil® e 
montagem da membrana de 25 mm em lâmina. (B e C): estruturas similares aos oocistos de T. gondii observados nas 
membranas de 25 mm de diâmetro, quando processadas amostras coletadas na piscina O.  
 
O número de cistos de Giardia visualizados nas amostras positivas foi superior aos dos 
oocistos de Cryptosporidium (Tabela 2). Uma amostra positiva de Cryptosporidium foi detectada 
em uma piscina para crianças (Piscina D). O número de estruturas que exibiam morfologia 
compatível com oocistos de T. gondii nas membranas visualizadas variou de 1 a 23 por membrana. 
Uma piscina foi positiva para cistos de Giardia e outra, para estruturas semelhantes aos oocistos 







Tabela 2 – Número de oocistos de Cryptosporidium, cistos de Giardia e estruturas semelhantes 
aos oocistos de Toxoplasma gondii visualizados nas laminas e sucesso nas amplificações de 
diferentes marcadores genéticos desses protozoários nas amostras de água provenientes das 







Visualização no microscópio de 
epifluorescência 















gdh* tpi* ER529** 
E/1/adultos ND 01 ND NA + - - - NA 
G/3/adultos ND ND 01 NA NA NA NA NA - 
D/5/crianças 01 ND ND - NA NA NA NA NA 
O/11/adultos ND ND 21 NA NA NA NA NA + 
O/12/adultos ND ND 23 NA NA NA NA NA + 
H/21/adultos# ND 04 03 NA + - - - + 
H/22/adultos# 01 01 ND - - - - - NA 
U/32/crianças ND ND 02 NA NA NA NA NA - 
S/46/adultos ND 06 03 NA - + - - + 
O/47/adultos ND ND 05 NA NA NA NA NA + 
O/48/adultos ND ND 03 NA NA NA NA NA + 
I/52/adultos ND 01 01 NA - - - - - 
ND=Não determinado; NA= Não  aplica; + = sucesso  na amplificação; - = Não houve  amplificação. 
* Marcador molecular para Giardia. 
** Marcador molecular para T. gondii. 
 
Em relação às análises moleculares, a presença de Giardia foi confirmada em 3 piscinas 
previamente positivas por imunofluorescência (E, H e S) (Tabela 2), enquanto que nenhuma 
amplificação de DNA de Cryptosporidium foi obtida a partir das lâminas com imunofluorescência 
positiva. Para as estruturas similares aos oocistos de Toxoplasma gondii, a presença de bandas 
relacionadas à amplificação do fragmento do gene ER529 foi bem-sucedida em apenas 3 piscinas 









Fig. 3. Eletroforese em gel de agarose (2%) dos produtos de DNA amplificados por PCR a partir das membranas que 
continham estruturas semelhantes aos oocistos de T. gondii. Análise de PCR usando os primers de Homan visando um 
elemento repetitivo de 200-300 cópias de DNA amplificado das estruturas semelhantes aos oocistos de T. gondii nas 
membranas com evidência de positividade por imunofluorescencia. L: Ladder DNA; As setas indicam fragmentos de 
100 pb, 300 pb e 600 pb; S11 e S12 (amostras positivas da piscina O na primeira colheita); S21 (amostra positiva da 
piscina H); S46 (amostra positiva para a piscina S) e S47 e S48 (amostras positivas da piscina O na segunda colheita); 
C +: controle positivo; Cn1: controle negativo da primeira reação de PCR; Cn2:  controle negativo da PCR aninhada. 
Os tamanhos dos produtos de amplificação foram consistentes com os controles positivos de T. gondii (DNA de uma 
cepa de T. gondii (ME49 - ATCC) gentilmente fornecida pelo Dr. João Luis Garcia, Universidade de Londrina (UEL), 
Paraná, Brasil). Tamanho do fragmento amplificado de T. gondii: ~ 250 pb. 
 
Quando considerado o tipo de amostra e os resultados moleculares, para as amostras 
coletadas diretamente da água da piscina (n = 12), uma delas foi positiva para T. gondii (8,3%), 
enquanto que para 45 amostras coletadas durante a retrolavagem dos filtros das piscinas, 7 amostras 
foram positivas para protozoários patogênicos (15,5%). As amplificações de DNA de Giardia 
foram confirmadas em 3 amostras (6,6%) e para T. gondii, foram registradas bandas 
correspondentes à amplificação do ER529 para 6 amostras (13,3%). Nenhuma amostra foi positiva 
para Cryptosporidium conforme determinado por métodos moleculares. 
Para o gene β-giardina, obtiveram-se suportes dos ramos mais altos para o posicionamento 
filogenético das amostras 1 (piscina E) e 21 (piscina H) no grupo genético A de G. duodenalis. No 
entanto, a filogenia não foi capaz de definir o subgrupo A para as amostras, que foram posicionados 








Fig. 4. Posicionamento filogenético para as sequências de β-giardina das amostras 1L (Piscina E) e 21 (Piscina 
H). Neighbor-joining (NJ) e análises de Máxima Verossimilhança foram realizadas através do software MEGA v 7.0. 
O modelo de substituição que melhor se adequou aos dados obtidos foi selecionado através do software jModelTest. 
As análises foram realizadas com a utilização do modelo de Tamura-Nei93 que assume desigualdade na frequência 




As atividades recreativas, como a natação, embora sejam indicadas para a saúde física e 
psicológica, expõem as pessoas ao aumento dos riscos de infecção e doenças (NATARAJAN e 
MILLER, 2017). No entanto, uma maneira eficiente de reduzir riscos é a caracterização de agentes 
patogênicos presentes em piscinas, incluindo a fonte e o modo de transmissão (LAM et al., 2014). 
Nadar em piscinas é agora reconhecido como uma via de transmissão importante para os 
protozoários entéricos, como Cryptosporidium e Giardia (RYAN et al., 2016; EFSTRATIOU et 
al., 2017). Embora o Brasil lidere os relatórios de pesquisa de protozoários em água na América 
do Sul, e Cryptosporidium spp. e Giardia spp. sejam os parasitos mais frequentemente detectados 
em amostras de água (ROSADO-GARCIA et al., 2017), há poucas informações, no país, sobre a 
ocorrência desses patógenos em águas de recreação. Esta é a primeira investigação ambiental da 
contaminação fecal causada por protozoários parasitas, incluindo Cryptosporidium spp., Giardia 
spp. e T. gondii em piscinas no Brasil, uma vez que o monitoramento desses patógenos não é feito 





A detecção de oocistos de T. gondii na água representa um desafio dado que atualmente não 
estão disponíveis métodos padronizados para a detecção desse protozoário em amostras hídricas, e 
há uma falta de métodos práticos e sensíveis para recuperar e detectar o baixo número de oocistos 
presentes em amostras de água (PLUTZER E KARANIS, 2016; HARITO et al., 2017). Além disso, 
a falta de um kit de separação imunomagnética confiável e comercialmente disponível, bem como 
um anticorpo monoclonal dirigido contra epítopos das paredes de oocistos de T. gondii, acrescenta 
maior dificuldade analítica ao monitoramento deste protozoário, especialmente em países em 
desenvolvimento como o Brasil. Ao contrário, para Cryptosporidium e Giardia existe um método 
padronizado e validado (denominado Método 1623.1 / USEPA) que tem sido amplamente utilizado 
no monitoramento ambiental desses protozoários em todo o mundo. Este método exige que os 
testes de controle de qualidade sejam realizados e que todos os critérios de aceitação de controle 
de qualidade especificados neste método sejam atendidos. 
Os resultados de ensaios de controle de qualidade mostraram que a recuperação de cistos 
de Giardia (pelo protocolo de filtração de membrana otimizado em nosso laboratório) atingiu os 
critérios de aceitação do Método 1623.1 (8.0% - 100%); no entanto, o mesmo não aconteceu para 
oocistos de Cryptosporidium com relação a uma eficiência de 27% obtida neste estudo. Tal fato 
pode ser explicado pelas características das amostras de água da retrolavagem dos filtros as quais 
contêm uma grande quantidade de interferentes e/ou constituintes, tais como resíduos de suor, urina 
e pele, cabelos, cosméticos e outros produtos de higiene pessoal, algicidas, microrganismos, 
partículas de areia que comprometem a performance da metodologia. No entanto, os resultados do 
OPR nesse estudo atenderam aos critérios estabelecidos no método de referência (Método 1623.1). 
Nesta investigação, adicionamos T. gondii à lista de agentes patogênicos que representam 
uma ameaça para a saúde dos nadadores dessas piscinas com base nas observações da presença de 
gatos em algumas instalações (Fig. 5), durante o levantamento das características epidemiológicas 
e os fatores de risco nas visitas realizadas a estes locais. A recuperação de oocistos de T. gondii a 
partir de amostras de água de recreação varia de 0% a 8,8% pela técnica de floculação e 
centrifugação por gradiente de densidade de açúcar, de acordo com a literatura (PLUTZER e 
KARANIS, 2016). Embora envolvendo muitas etapas de laboratório, a metodologia proposta neste 
estudo alcançou uma taxa de recuperação ligeiramente maior (14%) e permite a detecção 








Fig. 5. Presença de gato em uma das instalações das piscinas avaliadas. 
 
Além disso, não foram observadas alterações morfológicas nos oocistos de T. gondii 
durante o teste de controle de qualidade, após a filtração do concentrado de amostra na membrana 
de 25 mm (Fig. 2A) , na microscopia e sob excitação da luz UV (330 - 385 nm), pode-se observar 
a parede dos oocistos,  autofluorescente e de cor azul. Vale ressaltar que a parede dos oocistos 
mantém sua autofluorescência mesmo após ser tratada com cloro ou ser fervida (VANWORMER 
et al., 2013). Para algumas amostras, numerosas estruturas (21 - 23) que mostraram tamanhos e 
morfologia semelhante aos oocistos de T. gondii puderam ser observadas nas membranas (Fig. 2B 
e 2C). Nossas observações são opostas às de Verant et al. (2014), que apontou que os detritos 
presentes em amostras de água afetam a visualização de estruturas autofluorescentes semelhantes 
aos oocistos de T. gondii. Das 100 membranas examinadas por esses autores, apenas 2 membranas 
continham poucas estruturas semelhantes aos oocistos de T. gondii, no entanto, essas formas tinham 





Os métodos moleculares são úteis ao avaliar a ocorrência de oocistos de T. gondii em 
amostras ambientais, pois impedem qualquer preocupação com a identificação incorreta de 
oocistos de T. gondii devido à sua semelhança morfológica com outros oocistos de coccidios que 
também podem estar presentes nestas amostras, como espécies de Hammondia e Besnoitia ou 
Neospora caninum que não são patogênicas para os seres humanos (FRENKEL e DUBEY, 1975; 
WALLACE e FRENKEL, 1975; LINDSAY et al., 1999; DUBEY et al., 2002; DUBEY e 
SREEKUMAR, 2003; SHAPIRO et al., 2010) . 
Neste estudo, o Elemento de Repetição de 529 pb foi usado como alvo molecular para PCR, 
pois é repetido 200-300 vezes no genoma de T. gondii e é específico para este protozoário 
(HOMAN et al., 2000; KASPER et al. 2009, YANG et al., 2009; WELLS et al., 2015). Assim, a 
amplificação do DNA das estruturas semelhantes com oocistos de T. gondii documentado neste 
estudo fornece evidência de sua presença em 14,2% das piscinas examinadas. É relevante enfatizar 
que a presença de uma gata e seus gatinhos que vivem na piscina O (Tabela 1) reforça nossos 
resultados moleculares, uma vez que os felinos são os únicos hospedeiros definitivos para T. gondii, 
e as infecções primárias podem resultar em eliminação de milhões de oocistos não esporulados no 
meio ambiente (durante 2 semanas) que, em um país tropical como o Brasil, podem se tornar 
infectivos durante um período de 1-2 dias (DUBEY, 2010). Contudo, foram relatados problemas 
com a especificidade do ER529 pb em amostras ambientais (SHAPIRO et al., 2015), por isso é 
aconselhável realizar estudos adicionais para confirmar tais achados. Não é mais uma questão de 
saber se a confirmação molecular fornece resultados confiáveis, mas a questão de qual sequência 
genômica está presente e com que frequência o gene alvo pode ser amplificado. Por outro lado, a 
PCR para T. gondii foi realizada em triplicata neste estudo, uma vez que era necessária uma maior 
sensibilidade e os mesmos resultados foram obtidos. 
Dadas as características epidemiológicas observadas nas piscinas neste estudo, como 
determinado por imunofluorescencia (Tabela 1), a positividade para cistos de Giardia (19%) e 
oocistos de Cryptosporidium (9,5%) não foi surpreendente. Na Bélgica, Ehsan et al. (2015) 
encontrou 3 de 37 amostras de piscinas (8,1%) testadas positivas para Cryptosporidium, Giardia 
ou ambos os protozoários. Nos EUA, Shields et al. (2008) amostraram 160 piscinas não associadas 
a surtos e verificaram que 13 (8,1%) eram positivas para um ou ambos os parasitos, 10 (6,2%) para 





Ao usar técnicas moleculares que abordam alvos moleculares como SSU-rRNA e bg, a 
presença de Giardia foi confirmada em 3 de 4 piscinas consideradas positivas pelo IFA, enquanto 
que para o gene gdh houve amplificação de bandas que, no momento do sequenciamento e análise 
das sequências, mostraram a presença de outro tipo de microrganismos (bactérias do gênero 
Pseudomonas). Nenhuma amplificação foi obtida para o gene tpi. Tais dados mostram a relevância 
de proceder à análise das sequencias para confirmação dos achados quando trabalhando com 
amostras ambientais. 
Tanto as árvores MV e Bayesianas para as sequências SSU-rRNA (16S) resultaram em baixo 
suporte para os ramos referentes à amostra 46 (piscina S). Embora a posição filogenética relativa 
da amostra 46 na árvore filogenética de Giardia duodenalis não pudesse ser definida, o suporte do 
ramo que define G. duodenalis como um clado monofilético, apoia fortemente que a sequência 
obtida na amostra 46 corresponde à mesma espécie. 
 
A presença de Cryptosporidium foi documentada apenas por imunofluorescência neste 
estudo (Fig.1) em duas piscinas (Piscina D e H). A ausência de amplificação de DNA de 
Cryptosporidium por técnicas moleculares pode ser atribuída à presença de inibidores, 
considerando que a água da piscina constitui uma amostra complexa, embora usamos alta 
concentração de BSA em nosso protocolo de PCR convencional como alternativa para a remoção 
de inibidores (SHAPIRO et al., 2010) ou, a uma baixa quantidade de DNA, já que apenas um 
oocisto foi observado na lâmina de imunofluorescência. Numa piscina em que Cryptosporidium 
foi detectado, houve registro de um acidente fecal envolvendo uma criança, informação essa 
fornecida pelo salva-vidas responsável por essa piscina. Esta instalação não contava com sistema 
de filtração, mas como todas as piscinas analisadas, foi clorada. 
Deve-se enfatizar que, se os níveis de cloro forem mantidos de acordo com os níveis 
recomendados (1-3 mg / L), os oocistos de Cryptosporidium podem sobreviver durante 3,5 a 10,6 
dias na água da piscina (PAINTER et al., 2015).  Este protozoário mostra tolerância extrema ao 
cloro (HLAVSA et al., 2017). Assim, a presença e o funcionamento correto de filtros nas piscinas 
é uma das principais etapas para mitigar a ocorrência de surtos epidêmicos causados por 
Cryptosporidium e outros protozoários patogênicos e para proteger a saúde dos usuários desses 





diarreia é uma medida fundamental para prevenir e controlar os surtos epidêmicos de 
criptosporidiose associados às instalações aquáticas. 
 
Conclusões 
A metodologia de filtração em membranas aplicada às amostras de água de retrolavagem 
dos filtros e águas das piscinas permitiu a detecção dos três protozoários patogênicos em estudo.  
A presença de cistos de Giardia nas piscinas públicas do município de Campinas foi 
confirmada tanto por método parasitológico como molecular.  
Oocistos de Cryptosporidium foram detectados em apenas duas piscinas públicas mediante 
técnica parasitológica, não sendo obtida a amplificação do DNA do parasito nas amostras 
analisadas.  
A detecção de estruturas semelhantes aos oocistos de T. gondii nas membranas visualizadas 
ao microscópio e a obtenção de produtos de amplificação somados à presença de gatos nas 
instalações, fornece evidência da presença desse protozoário nas piscinas examinadas.  
A combinação de resultados obtidos com técnicas parasitológicas e moleculares e os fatores 
epidemiológicos encontrados nas piscinas permitem inferir que existe um risco de aquisição das 
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CAPITULO II:  
 
PARASITES IN FRESH PRODUCE: A BRAZILIAN INTER-LABORATORY 
EVALUATION OF A STANDARDIZED METHODOLOGY FOR Ascaris spp. 
DETECTION. 
 
PARASITOS EM PRODUTOS FRESCOS: AVALIAÇÃO INTER-LABORATORIAL 




Vegetables are potential vehicles of transmission of parasites. Helminth’s eggs have been 
detected on produce in various countries worldwide, with high prevalences. Standard methods are 
required for isolating, concentrating and identifying parasitic stages on salad vegetables. This study 
is the first collaborative inter-laboratory trial to evaluate the recovery efficiency of Ascaris spp 
eggs in leafy vegetables by several laboratories across the country by standardized methodology. 
OBJECTIVE 
The purpose of this study was to evaluate the performance of a previously standardized and 
validated methodology (Matosinhos et al., 2016), focusing on Ascaris spp. eggs recovery under 
real conditions of use, during the simultaneous implementation of the same method by nine 
different laboratories. 
METHODS  
Lettuce and arugula samples artificially contaminated with Ascaris suum eggs were 
analyzed for various laboratories for determined the recovery efficiency of Ascaris sp. eggs. 
FINDINGS 
For lettuce samples, a final mean recovery efficiency of Ascaris sp. eggs was of 57.10% 
(±SD: 37.6) for lettuce and 50.7% (±SD: 29.0) for arugula. 
MAIN CONCLUSIONS 
The methodology used in this research can be applied to evaluate the presence of Ascaris 







Key-words: Ascaris suum; vegetables; recovery. 
 
RESUMO 
Os vegetais são potenciais veículos de transmissão de parasitos. Ovos de helmintos já foram 
detectados com altas prevalências, em vegetais frescos em vários países do mundo. São necessários 
métodos padronizados para isolar, concentrar e identificar parasitos em diferentes tipos de 
hortaliças. Este é o primeiro estudo inter-laboratorial para avaliar a eficiência da recuperação de 
ovos de Ascaris sp. em hortaliças por vários laboratórios no país utilizando uma metodologia 
padronizada. O objetivo deste estudo foi avaliar o desempenho da metodologia previamente 
padronizada e validada por Matosinhos et al. (2016), na recuperação de ovos de Ascaris sp. em 
condições reais de uso, durante a implementação simultânea do mesmo método por nove 
laboratórios. As amostras de alface e rúcula foram contaminadas artificialmente com ovos de 
Ascaris suum e foram analisadas pelos diferentes laboratórios para determinar a eficiência de 
recuperação dos ovos. Para as amostras de alface, a média de recuperação de ovos de Ascaris sp. 
foi de 57,10% (± DP: 37,6) e de 50,7% (± DP: 29,0) para a rúcula. A metodologia utilizada nesta 
pesquisa demonstrou que pode ser empregada para avaliar a presença de ovos de Ascaris em 
amostras de alface e rúcula.   
 


















A high consumption of vegetables and fruits is recommended to ensure a healthy diet 
(HSS/USDA, 2015). Eating more vegetable adds several benefits to human health such as a greater 
vitamin intake and reduced risk of chronic diseases (MOORE et al., 2015); it is recommended by 
WHO (2010) a minimum daily consumption of 400g of vegetables and fruits. 
According to Ramos et al. (2013), the incidence of foodborne outbreaks caused by ingestion 
of contaminated fresh vegetables has been increasing in recent years, and the most associated 
product with these outbreaks is the salad.  
Fresh produce are potential vehicles of transmission of a variety of microorganisms such as 
bacteria, viruses, and parasites (ASADPOUR et al., 2016) because these produce are frequently 
consumed raw, without any thermal processing and receiving minimal washing before ingestion 
(LYNCH et al., 2009). 
Primary sources of contamination of vegetables are related to fecal contamination of human 
and animal origin, polluted water (irrigation, cleaning) and contamination during production, 
harvesting, transportation, preparation and/or processing of the vegetables (MOHAMED et al., 
2016). The use of polluted water, as well as contamination throughout the food venue chain, has 
been strongly correlated with outbreaks of diarrhea and other foodborne diseases (DUEDU et al., 
2014). 
Helminth’s eggs have been detected on produce in various countries worldwide, with high 
prevalences. For example, 38.3% of the sampled lettuces in Egypt (SAID, 2012), 36% of 
vegetables grown in wastewater-irrigated areas of Titagarh, West Bengal (GUPTA et al., 2009), 
58% of fresh salad vegetables in Libya (ABOUGRAIN et al., 2010), and 85.19% of fresh 
vegetables sold in traditional markets in Hue City, Vietnam (CHAU et al., 2014), among others, 
were contaminated with helminth’s eggs. 
During the 2010s, it was estimated that 1.45 billion people were infected worldwide with 
at least one species of intestinal nematode (PULLAN et al., 2014); and showing symptoms such as 
abdominal pain, diarrhea, vomiting, anorexia, nausea, fatigue and weight loss (BROOKER, 2010). 
Children under the age of ten were the most affected (PULLAN et al., 2014). 
In Brazil, from 2008 to 2013, at least 195.516 individuals showed positive parasitological 
results for Ascaris lumbricoides tests, 106.615 for hookworms and 74.312 for Trichuris trichiura. 





participating in the Brazilian Schistosomiasis Surveillance Program (SIPCE, SVS, Ministry of 
Health, Brazil). 
Several studies have demonstrated the contamination of leafy vegetables by parasites in 
different regions of Brazil (SOARES and CANTOS, 2006; ARBOS et al., 2010). A wide variety 
of methodologies has been reported in these studies, demonstrating lack of consensus among the 
Brazilian laboratories performing these analyses. Moreover, just few studies provide information 
about the performance of the methods utilized for recovery of helminth larvae and eggs in salad 
vegetables (MATOSINHOS et al., 2016). 
Standard methods are required for isolating, concentrating and identifying parasitic stages 
on salad vegetables. Such techniques must be robust enough for detecting small numbers of 
organisms and should be validated before their use in analytical laboratories (RODRIGUEZ-
LAZARO et al., 2007). 
In this context, Matosinhos et al. (2016) standardized the steps for detecting helminths in 
vegetables by using assays of artificial contamination of lettuce with eggs and larvae of helminths 
and they also evaluated the recovery obtained by this method. Using different levels of artificial 
contamination (n = 50), these authors obtained a mean recovery rate of 62.6% (± 20.2) for Ascaris 
suum eggs, 51.9% (± 20.0) for hookworms eggs and 50.0% (± 27.3) for A. ceylanicum larvae. 
Aiming to reach the demands for surveillance of foodborne diseases in Brazil, and to 
encourage the adoption of a standardized protocol for detection of Ascaris spp. in leafy vegetables 
by several laboratories across the country, we performed a collaborative inter-laboratory trial to 
evaluate the recovery efficiency of the recommended methodology reached for each laboratory. 
Moreover, the formation of specialized human resources for parasitological analysis of fresh 




We chose lettuce (var. “solta crespa”; Henz and Suinaga, 2009) and arugula (Eruca sativa) 
as matrices for this collaborative inter-laboratory trial. Lettuce is the leafy vegetable of highest 
consumption and economic importance in Brazil (CEAGESP, 2013), it grows in all regions of the 





(2016) methodology, focusing on Ascaris spp. eggs, because of the relevance of this parasite in the 
national scenario. 
 Eligibility criteria for participating laboratories included previous experience in food 
microscopy and/or parasitology (in the case of laboratories from universities). A total of 10 
laboratories representing five states of the country (São Paulo, Minas Gerais, Paraná, Santa 
Catarina and Rio Grande do Sul) were included in the study (Table 1). For each laboratory was 
assigned an arbitrary, unique number which remained constant throughout the collaborative trial. 
 
Table 1 –Participant laboratories (n=10) in an interlaboratorial assay of evaluation of a 
methodology of Ascaris suum detection. 
ID Lab City State 
  1* Campinas São Paulo 
2 São Paulo São Paulo 
3 Campinas São Paulo 
4 Baurú São Paulo 
5 Ponta Grossa Paraná 
6 Campinas São Paulo 
7 Belo Horizonte 
Minas 
Gerais 
8 Porto Alegre Rio Grande do Sul 
9 Blumenau Santa Catarina 
10 Curitiba Paraná 
 *Central Laboratory 
 
 One laboratory was chosen as the central laboratory (LAB. 1). This laboratory was 
in charge of preparing the purified egg suspension to be used in the tests, sending it after 
enumeration to the different laboratories, receiving and analysing the results, and the experimental 
designing of this trial. Moreover, in order to evaluate the recovery efficiency and the quality of 
inoculum before sending it to the other laboratories, the central laboratory performed the 
methodology using the same inoculum. Recovery data from the central laboratory were not 
considered in the overall analysis. 
 Design of collaborative trial: before the beginning of the trial, each laboratory received a 





laboratories became familiar with the method and they were encouraged to submit their doubts to 
LAB.1 and point which steps of the protocol required amendment for improving clarity. Also, one 
workshop was organized by LAB.1 (I Oficina sobre Segurança Alimentar: Cenário Atual das 
Metodologias Analíticas Aplicadas para Detecção de Parasitos em Alimentos), and the staffs from 
the majority of member laboratories were in attendance. In this workshop, a detailed description of 
Matosinhos et al., (2016) protocol was provided as well as the equipment utilized in this analytical 
procedure.  Aiming to evaluate the recovery of the methodology, each laboratory performed 
tests of artificial contamination of lettuce (n=3) and arugula (n=3) samples using aliquots from the 
purified eggs suspension of Ascaris suum as inoculum, that were employed in this study as a model 
for Ascaris lumbricoides. Participant laboratories performed lettuce and arugula seeding 
experiments without prior knowledge of the number of eggs in the seeding suspension (blinded 
trials). The vegetables were purchased from supermarkets, open markets and local retail outlets; all 
the leaves were pre-washed before assays and 30g were used per sample. Control samples of 
unseeded lettuce and arugula were also processed to attest the negativity of these vegetables, before 
the seeding tests. 
Participant laboratories used aliquots of purified suspensions containing 350 Ascaris suum 
eggs/10 microliters to contaminate vegetable samples. For this, the seeding suspensions were added 
at points evenly distributed on an entire sample as much as possible. Samples were then left at 
room temperature for two hours and thus processed by the chosen methodology. 
Each laboratory was oriented to keep a detailed record of sample processing, and reporting 
any deviation from the protocol during the collaborative trial. After receiving all the results from 
participant laboratories, the central laboratory (LAB.1) organized and analysed the data. 
Laboratories were encouraged to analyse the samples and report their results back to LAB. 1 within 
the three weeks after receiving the purified suspension. All commercial reagents utilized in this 
collaborative trial were within their validity dates. For each laboratory, the mean number of eggs 
recovered from three analysed samples of lettuce or arugula was compared with the average 
number of eggs present in the seeding suspension used to contaminate the vegetables artificially. 
Also, the percentage of recovery was calculated for each matrix (lettuce or arugula).  
Purified suspension of Ascaris suum eggs: In order to obtain the purified suspension of 
helminth eggs, Ascaris suum adult gravid females were collected from a pig at a slaughterhouse in 





according to a protocol based on Jensen et al., (2009). Briefly, the uterus of the female worm was 
removed under stereomicroscope to obtain the eggs.  Mature eggs were isolated by cutting the last 
2 cm of the bifurcation of the uterus. The eggs were placed in a Petri dish, and subsequently washed 
three times by centrifugation in dechlorinated water. They were stored (until enumeration) in 
dechlorinated water containing a few drops of 5% formalin solution as biosecurity was considered 
in a shipment of spiking since the egg suspension was sent by mail to each laboratory. 
To calculate the number of eggs of the purified suspension, the number of eggs present in 
10 aliquots of 10 μl of the suspension was counted, and the average number was considered to 
generate a sufficient number of vials that were sent to the participant laboratories by Brazilian 
Express Mail (Sedex 10®). The concentration of eggs on seed suspensions in the vials was checked 
before sending them and in two occasions during assays by LAB. 8 and LAB.10 to confirm 
homogeneity.  
 
Statistical Analysis  
 
Initially, data normality was tested using the Shapiro-Wilk method. While lettuce data 
showed normality, it did not happen for arugula. The adequacy of  Matosinhos et al., methodology 
to the vegetable matrices (lettuce and arugula) was checked by the Wilcoxon test, and to analyse 
the recovery efficiencies achieved by various laboratories participating from this study, ANOVA 
test was employed. Regarding arugula data, we also utilized the Tukey test to identify differences 
among laboratories. A P-value <0.05 was considered statistically significant in all cases. Data were 




All the vegetables analysed without artificial contamination showed negative results 
attesting the absence of helminths eggs in leafs of pre-washing vegetables utilized as samples in 
this study. Moreover, as no false-negative results were reported by participant laboratories, it is 
possible to infer that the sensitivity of the methodology proposed by Matosinhos et al. (2016) was 





The percentage of Ascaris suum eggs showing a mamillated layer in the seeding suspension 
was 75.3%. For each round of trials (lettuce and arugula), and at the end of experiments, the 
concentration of eggs in the seeding suspensions was checked by two participant laboratories (8 
and 10) and the results (mean = 333 eggs/10µL for triplicate aliquots) were similar to those obtained 
in the standardized step of this suspension by LAB 1. 
Data not showed a normal distribution by using the Shapiro-Wilk test (for arugula samples: 
W= 0.92666, p- value = 0.04899 (for lettuce samples: W= 0.95376, p value= 0.06952), the 
proposed protocol of detection of Ascaris suum eggs in vegetables under evaluation reached a final 
mean recovery efficiency of 57.10 (±SD: 37.6) for lettuce samples, and 50.7% (±SD: 29.0) for 
arugula in this inter-laboratory trial, representing a detection challenge of approximately 11 eggs 
by gram of vegetable leafs.  
Indeed, when considering the mean recovery efficiency achieved by all participating 
laboratories, it was possible to affirm that the Matosinhos et al. (2016) technique allowed the 
recovery of eggs of Ascaris suum independently of the vegetable matrix analysed as revealed by 
Wilcoxon test (p-value =0.6281). In-house recovery efficiencies of around 75.4% and 48.8% were 
obtained for lettuce and arugula by the central lab. 
Participant laboratories reported higher difficulty processing arugula samples than lettuce 
leafs (Table 2). Arugula samples showed a greater amount of dirt, making trouble the reading of 
the slides on microscopy and impairing identification of eggs. 
Differences in egg recuperation for lettuce did not vary among laboratories (ANOVA F = 
2,07, df =8, p = 0.09); while for arugula there was significant difference (ANOVA F = 4,10, df =8, 
p = 0.006).  Tukey test (post-hoc) indicated that the differences between the laboratories 3-2 











Table 2 – Number of eggs recovered and recovery efficiencies (%) achieved by the participant 
laboratories (n=9) after processing lettuce and arugula samples in an interlaboratorial assay of 
evaluation of a methodology of Ascaris suum detection#. 










360.0 ± 176.6 
 
102.8 ± 50.3 
 








290.6 ± 39.1 
 
 
83.0 ± 11.2 
 







201.7 ± 21.2 
 
57.6 ± 6.0 
 


























































































Arugula 171.0±108.5 48.8±31.0 
# = The method is based on previous publication of Matosinhos et al., 2016 (Parasitol. Res. DOI:10.1007/s00436-016-
4922-0).  









Foodborne pathogens are a major concern for the food sector (COCOLIN and RANTSIOU, 
2016). In both, developed and developing countries, enteropathogens transmitted through the 
faecal-oral route continue to cause numerous cases of intestinal diseases due to consumption of 
contaminated fresh produce, and in recent years an increased number of foodborne disease 
outbreaks have been associated with the consumption of fresh produce (LYNCH et al., 2009; 
BERGER et al., 2010; CALLEJÓN et al., 2015; HERMAN et al., 2015). 
The number and type of microorganisms found on fresh produce are highly variable, 
depending on the crop type and growing conditions (RAMOS et al., 2013). Among the various 
pathogens which can be found in leafy vegetables, parasites are increasingly recognized as a global 
threat to food safety and trade (GAJADHAR, 2015). Foodborne parasites are among the most 
neglected global pathogens affecting humans (GAJADHAR, 2015). 
 Modern food production requires an approach in which several critical control points are 
monitored (NEWELL et al., 2010). While there is an ISO Standard Method for analyzing fresh 
produces for protozoa contamination (ISO 18744; 2016), there is a paucity of practical and efficient 
methods regarding helminthic eggs detection that can be applied to vegetables. However, intestinal 
infectious diseases still are a major cause of public health concern and social and economic cost 
worldwide (NEWELL et al., 2010). 
In Brazil, data from the Mortality Information System of Ministry of Health showed that an 
average of 853 deaths caused by the main intestinal helminths occurred from 2000 to 2011, and 
Ascaris lumbricoides infection accounted for 827 (97.0%) of these deaths (MARTINS-MELO et 
al., 2017).  
The real impact of the disease and the burden of this parasitosis are unknown and 
underestimate in Brazil, considering that there are not mandatory reporting system and active 
surveillance across the country (MARTINS-MELO et al., 2017). The estimated number of cases 
of ascariasis in Brazil included 41.7 million of people in 2008 (HOTEZ et al., 2008) and 29.7 
million of people (MARTINS-MELO et al., 2017). Moreover, enteroparasitosis still prevail at high 






The goal of this study was to evaluate the performance of a previously standardized and 
validated methodology for detection of eggs and larvae of helminths in leafy vegetables 
(MATOSINHOS et al., 2016), focusing on Ascaris sp. eggs recovery under real conditions of use, 
during the simultaneous implementation of the same methodology by nine different laboratories.  
To the best of our knowledge, there are no studies about the evaluation of the methodologies 
of detection of helminths eggs in vegetables, with the participation of laboratories from several 
Brazilian states. Thus, the experimental design employed in this study represents a significant 
contribution since the same methodology was implemented and used by different laboratories, 
making possible the comparison of the performance of the method as well as analyse the difficulties 
during the implementation.  
In this collaborative inter-laboratory assay, we used Ascaris suum eggs as a model for 
Ascaris lumbricoides infection due to the easiness of obtaining females of this worm species. 
However, nowadays these parasites should be considered as a single species (LELES et al., 2012; 
ALVES et al., 2016). Moreover, the use of a standardized methodology is primordial to the 
meaningful interpretation of surveillance data, the outbreak investigation and to reflect the 
distribution of parasite contamination.  
In Brazil, outbreaks of foodborne diseases are of immediate and compulsory notification 
by the Decree 204/2016 (Ministry of Health, 2016). From 2007 to 2016, 6,848 foodborne outbreaks 
occurred in the country according to data from SINAM/SVS. Vegetables contributed to 0.8% of 
these events although in 66.9% of episodes food was not elucidated. In this context, the recovery 
of parasite stages from food produce such as leafy fresh vegetables needs considerably more 
research. 
A high level of environmental contamination with eggs of helminths parasites observed in 
many regions of the world is associated with the high fertility of these soil-transmitted helminths 
and their persistence for months or years (KAPLEC et al., 2012). Thus, a search of parasitic stages 
in fresh vegetables using reliable methodology is relevant to improve the microbiological safety of 
these foods. There is no a recommended method by legislation for the research of these parasites 
in food samples in Brazil (Ministry of Health, Brazil, SVS; 2010). In this way, it is relevant to 
assess and standardize detection methodologies that show the real sensitivity of isolation and 





The possibility of sample contamination for spiking during the assays is remote, because 
none of the participant laboratories detected parasites in the negative control samples. Moreover, 
the vegetables were washed before the experiments. 
A face-to-face method-specific training was not provided in this study but even so, the mean 
recovery efficiencies achieved for lettuce [57,10% ±37.69] and arugula [50,74% ±29.06] by each 
participant laboratory were close to the average recovery reported by Matosinhos et al. (2016) in 
their inter-laboratory analyses with only three labs. Egg recovery efficiencies did not differ 
considerably for both vegetable matrices utilized in this study. In all, these data suggest that the 
methodology standardized by Matosinhos et al. is straightforward and robust enough, and it can be 
readily implemented in a laboratory with some experience in food microscopy. 
Regarding the final mean recovery for lettuce as a reference value (mean= 57,10%),  one 
laboratory related recovery above 100%, and reported difficulties with homogenization of the 
inoculum previous to the contamination of the samples; four laboratories obtained higher recovery 
efficiencies than the final mean; three laboratories achieved recovery efficiency very close to the 
reference value, and two laboratories obtained the lowest values; one of them reported difficulties 
in washing the leaves with the glycine solution because they folded during washing step.  
For arugula samples, four laboratories reached higher recovery efficiencies than the final 
mean (mean=50.74%); other four achieved values very close to the reference and two laboratories 
attained the lowest recoveries. However, in general, laboratories experienced greater difficulty in 
processing arugula than lettuce samples, because we use pre-washing vegetables for experiments, 
and minimally processed produce are more perishable than the original raw materials (SANZ et al. 
2002). Moreover, the leaves of arugula present trichomes in its surface and these structures can 
provide an ecological niche to different microorganisms (RAMOS et al. 2013) comparatively to 
lettuce whose leaves exhibit a smooth texture. 
In-house recovery efficiencies achieved by the leading laboratory for both vegetables 
proven that the experimental conditions in this study were adequate. 
Notwithstanding, for both vegetable matrices, the magnitude of standard deviation reflects 
the variability of recovery efficiencies achieved by the various participant laboratories in function 
of the use of different glycine brands, different types of equipment and individual experience of 





It is recommended that an acceptance criterion will be adopted when evaluating the 
performance of methodologies for the detection of resistance forms of parasites in fresh vegetables. 
In the absence of a Brazilian directive, the same criterion adopted by Utaaker et al. (2015) for 
detecting cysts/oocysts of pathogenic protozoa in lettuce is proposed, that is, an adequate recovery 
of 30%. Collender et al. (2015) in a recent review of methods for detecting Soil Transmitted 
Helminth (STHs) eggs in environmental media demonstrated a average method recovery efficiency 
of 25%. 
Laboratories 3, 5, and 9 had lower recovery values than those proposed in this study (<30%). 
The recovery of the eggs could be affected by the texture of the vegetables studied and the debris 
that they contained. It is important to know the vegetal texture and the debris when analyzing 
lettuce or arugula samples for the presence of Ascaris eggs. If the washing of the samples with the 
glycine solution is done with hard agitation, the leaves will release a significant amount of vegetal 
tissue, causing a massive amount of debris to appear and affect the microscopic examination. The 
influence of vegetal type on recovery efficiency should be measured in future studies, using 
samples from other kinds of vegetables (cabbage, cilantro, basil, among others). 
Also, the variability of equipment, reagents, and analyst for our experiments may have affected 
the recovery efficiency for these laboratories. Laboratory 9 reported problems with the calibration 
of the centrifuge. And the other laboratories reported the presence of eggs conglomerates when 
performing the microscopic examination. 
Global vegetable trade has increased business opportunities involving this type of food. 
However, it is necessary to take into account hygiene and sanitary quality laws that regulate the 
entry of these vegetables to different countries, in order to establish containment measures to 
prevent contaminated food with any type of pathogen from being marketed. Also, include analysis 
against the standards set for the criteria through the taking of samples, the conduct of analysis and 
the application of corrective actions, in harmony with food law and the directives given by the 
competent authority. Hence the importance of establishing standardized methodologies for 
detection of parasites in vegetables.  
The methodology used in this research can be apply to evaluate Ascaris eggs presence in 
vegetables. It is reasonably fast and efficient compared to other methods. Vegetable contamination 
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CAPITULO III: Contaminação de helmintos transmitidos pelo solo em hortaliças 
comumente consumidas cruas no Brasil: pesquisa multi-estadual usando uma metodologia 
padronizada. 
 
Soil-transmitted helminths contamination of raw vegetables commonly consumed in Brazil: 




Nowadays it is estimated that over a billion people are infected with at least one species of 
soil-transmitted helminths (STHs) worldwide. STHs infections are particularly common in tropical 
countries, including Brazil. The aim of this study was to examine the natural contamination of fresh 
vegetables (lettuce, arugula or cilantro), in seven cities from five Brazilian states, using a 
standardized methodology for detecting STHs eggs. During March 2015 to February 2016, 672 
samples: lettuce (334), arugula (249) and cilantro (89) were analyzed for the presence of helminths 
eggs. The results showed that 12.5% of all fresh vegetable samples were positive for STHs eggs. 
Ascaris sp. eggs were most commonly found (6.25%) in these samples, followed by hookworms 
(5.05%) and Trichuris sp. eggs (1.19%). The contamination with STHs eggs was similar among 
the different vegetables analyzed (chi-square, χ2 = 4.9896, p value = 0.2884), with contamination 
levels of 9.8% for lettuce, 16.06% for arugula and 12.3% for cilantro. For lettuce samples, 
hookworm eggs (5.08%) were most commonly detected while for arugula and cilantro samples, 
Ascaris sp. eggs were predominant with positivity of 7.63% and 8.98%, respectively. Considering 
all cities included in this study, fresh vegetables samples from Ponta Grossa (Paraná State) showed 
higher positivity for STHs eggs (33.3%).  The presence of STHs eggs in fresh vegetables marketed 
in different Brazilian cities may increase the risk of STHs infection acquisitions by consumers.  











Estima-se que mais de um bilhão de pessoas estejam infectadas com pelo menos uma 
espécie de helminto transmitido pelo solo (HTS) no mundo todo. As infecções por HTS são 
particularmente comuns nos países tropicais, incluindo o Brasil. O objetivo deste estudo foi 
examinar a contaminação natural de hortaliças frescas (alface, rúcula ou coentro), em sete cidades 
de cinco estados brasileiros, utilizando uma metodologia padronizada para a detecção de ovos de 
HTS. Durante março de 2015 a fevereiro de 2016, foram analisados 672 amostras (334 de alface, 
249 de rúcula e 89 de coentro) para a presença de ovos de helmintos. Os resultados mostraram que 
12,5% de todas as amostras de hortaliças foram positivas para ovos de HTS.  Os ovos de Ascaris 
sp. foram os mais comumente encontrados nessas amostras (6,25%), seguidas por ovos de 
Ancilostomideos (5,05%) e ovos de Trichuris sp. (1,19%). A contaminação com ovos de HTS foi 
semelhante entre os diferentes vegetais analisados (qui-quadrado, χ2 = 4.9896, p valor = 0.2884), 
com níveis de contaminação de 9.8% para a alface, 16.06% para a rúcula e 12.3% para o coentro. 
Para as amostras de alface, os ovos de ancilostomídeos (5,08%) foram mais comumente detectados, 
enquanto que nas amostras de rúcula e coentro, os ovos de Ascaris sp. Foram predominantes com 
positividade de 7,63% e 8,98%, respectivamente. Considerando todas as cidades incluídas neste 
estudo, amostras de hortaliças de Ponta Grossa (Paraná) apresentaram maior positividade para ovos 
de HTS (33,3%). A presença de ovos de HTS em hortaliças frescas comercializadas em diferentes 
cidades brasileiras pode aumentar o risco de aquisição de infecções de HTS pelos consumidores.  
 

















As infecções ocasionadas por helmintos transmitidos pelo solo (HTS) são principalmente 
produzidas por exposição ao solo, água ou alimentos contaminados com fezes humanas ou animais 
(AMOAH et al., 2017). São endêmicas em populações onde a higiene ambiental inadequada é 
prevalente, em áreas com abastecimento de água e saneamento impróprios, combinada com 
deficiência de acesso aos serviços de saúde, como ocorre na maioria dos países em 
desenvolvimento (FONSECA et al., 2010; STOLK et al., 2016). A poluição ambiental, a situação 
sanitária e a conduta humana desempenham um papel significativo na transmissão da infecção 
pelos HTS (ULUKANLIGIL et al., 2001). 
De acordo com a OMS, mais de 1,5 bilhão de pessoas (24% da população mundial) estão 
infectadas com HTS (OMS, 2015). Essas infecções são amplamente distribuídas em áreas tropicais 
e subtropicais, com os maiores números ocorrendo na África Subsaariana, Américas, China e Ásia 
Oriental (OMS, 2017). No Brasil, as HTS têm considerável importância para a saúde pública, 
ocorrendo em todo o território nacional (MARTINS-MELO et al., 2017), e estima-se que 26,1-29,7 
milhões de brasileiros estejam infectados com Ascaris lumbricoides, 14,4-19,2 milhões com 
Trichuris trichiura e 4,7-11,3 milhões com Ancilostomídeos (SCHOLTE et al., 2013). 
Um adequado consumo de frutas e vegetais é amplamente recomendado para promover a 
saúde (SLAVIN e LLOYD, 2012). No entanto, comer vegetais crus representa uma fonte 
significativa de transmissão de doenças infecciosas devido às superfícies complexas e à porosidade 
das folhas dos vegetais, que facilitam a adesão e a sobrevivência de agentes patogênicos (KNIEL 
et al., 2002; SAID, 2012). A ingestão direta de ovos infectantes através de alimentos contaminados 
é uma das principais vias de infecção para os humanos (ADENUSI et al., 2015). 
As fontes de contaminação dos vegetais que são consumidos crus (como alface, rúcula, 
coentro) são o solo contaminado com fezes de animais ou humanos ou com lodo de esgoto usado 
como fertilizante (RAHUBE et al., 2014). O despejo de esgoto não tratado ou parcialmente tratado 
em corpos d'água ainda é uma realidade para muitos países, porque alguns agricultores urbanos 
usam esgoto para irrigar suas lavouras, já que a água doce está indisponível ou é muito custosa 
(REDWOOD, 2004; MARA e SLEIGH, 2010). Jimenez et al. (2010) relatam que mais de 6 milhões 
de hectares no mundo todo são  irrigadas com esgoto ou águas poluídas, contribuindo assim, para 





quantidades expressivas de ovos de helmintos, cistos e oocistos de protozoários (MOTA et al., 
2009; MARA e SLEIGH, 2010; UYTTENDAELE et al., 2015; ALLENDE e MONAGHAN, 
2015). 
Apesar da grande variedade de hortaliças frescas disponíveis no Brasil, destaca-se o 
consumo de alface e rúcula pela população brasileira (SALA e COSTA, 2012). Ao usar 
metodologias não padronizadas, vários estudos demonstraram a presença de estádios de resistência 
de parasitas em hortaliças que são consumidos crus em diferentes regiões deste país (GOMES-
NETO et al, 2012; ALVES et al, 2013; SILVA et al, 2015). 
No Brasil, os surtos de doenças transmitidas por alimentos são de notificação obrigatória 
imediata de acordo com o Decreto 204/2016 (BRASIL, Ministério da Saúde, 2016). No entanto, 
uma lacuna na legislação brasileira é a não inclusão de uma metodologia recomendada para a 
detecção de estádios de parasitas em amostras de alimentos, por exemplo, vegetais frescos 
(BRASIL, Ministério da Saúde. Secretaria de Vigilância em Saúde. Departamento de Vigilância 
Epidemiológica, 2010). 
Diante desse cenário, propomos neste estudo avaliar a contaminação por ovos de HTS em 
amostras de alface, rúcula ou coentro que são distribuídas e comercializadas em diferentes cidades 
de cinco estados brasileiros (São Paulo, Santa Catarina, Paraná, Amazonas, Minas Gerais) para 
inferir o potencial risco para a saúde pública. Para abordar este objetivo, utilizamos uma 
metodologia já padronizada e validada por Matosinhos et al. (2016). Este método foi previamente 
avaliado em um ensaio inter-laboratorial por Ortiz et al. (Submetido) para essas matrizes para 




As amostras de vegetais foram testadas quanto à presença de ovos de HTS de acordo com 
a metodologia de Matosinhos et al. (2016), conforme descrito brevemente abaixo. As amostras 
foram processadas por oito laboratórios diferentes, localizados nas diferentes cidades que 
representam os cinco estados brasileiros. Esses laboratórios participaram de um teste inter-
laboratorial previamente executado que avaliou o desempenho da metodologia de Matosinhos et 





contaminadas artificialmente. Os valores médios de recuperação obtidos foram: 57,10% (SD ± 




Um total de 672 amostras de hortaliças (334 de alface, 249 de rúcula e 89 de coentro) foi 
comprado em mercados livres e supermercados de sete cidades brasileiras: Bauru (Estado de São 
Paulo), Belo Horizonte (Estado de Minas Gerais), Blumenau (Estado de Santa Catarina), Campinas 
(Estado de São Paulo), Manaus (Estado do Amazonas), Ponta Grossa (Estado do Paraná) e São 
Paulo (Estado de São Paulo) entre março de 2015 e fevereiro de 2016. Os espécimes de alface e 
rúcula foram examinados por todos os laboratórios, exceto o laboratório localizado em Manaus 
(L8), que não processou amostras de rúcula. Este laboratório e um de Campinas (L1 - laboratório 
de referência) analisaram amostras de coentro, considerando que este é o vegetal fresco mais 
consumido em Manaus. O L8 não participou do estudo inter-laboratorial (Ortiz et al., Submetido). 
No entanto, antes do início deste estudo anual, realizou testes para determinar o desempenho da 
metodologia (n = 3), atingindo a recuperação de 53,0% para o coentro e 69,0% para a alface, com 
um inóculo de 350 ovos de Ascaris suum / 30 g de folhas. O L1 - laboratório de referência -  atingiu 
uma recuperação de 60,5% para o coentro, 75,4% para a alface e 48,8% para a rúcula. 
Cada laboratório participante comprou os vegetais para serem analisados. Essas amostras 
foram colocadas em sacos plásticos limpos e mantidas em condições refrigeradas até o exame. A 
aquisição de amostras e o processamento de laboratório foram realizados dentro das 24 horas 
depois de terem sido adquiridas. 
 
Determinação de ovos de helmintos em hortaliças 
 
A parte comestível de cada amostra de hortaliça foi separada de acordo com a prática 
doméstica (MATOSINHOS et al., 2016), e foram pesados 30 g de cada vegetal fresco. Estes foram 
colocados em um saco plástico novo, e foram adicionados 200 mL de solução de glicina 1M às 
folhas da amostra. A sacola foi agitada manualmente durante 3 min. Então, as folhas foram 
removidas da bolsa. O líquido restante foi filtrado através de uma peneira de plástico e colocado 





sobrenadante foi descartado com uma pipeta e o sedimento de aproximadamente 10 mL foi 
transferido para um tubo de centrífuga de 15 mL. O cálice de sedimentação foi lavado com 5 mL 
de água destilada. A água de lavagem foi adicionada ao tubo e a amostra foi centrifugada a 1120 x 
g durante 5 min. O sobrenadante foi descartado, o sedimento foi homogeneizado com uma pipeta 
Pasteur e foram preparadas lâminas para identificação e contagem dos ovos recuperados. Os ovos 




Os dados foram analisados usando estatística descritiva. A frequencia foi estimada 
dividindo o número de amostras positivas pelo número total de amostras. As análises estatísticas 
foram realizadas pelo teste Qui-quadrado no software R® 3.3.2 (R Foundation for Statistical 
Computing, Viena, Áustria) para comparar o nível de contaminação por HTS entre diferentes 




Ovos de HTS estiveram presentes em 12,5% (84/672) de todas as amostras de hortaliças 
analisadas neste estudo. A frequência de positividade (%) por espécies de ovos de HTS em todas 
as amostras de hortaliças foi a seguinte: os ovos de Ascaris sp. foram os mais comumente 
encontrados, pois 6,25% das amostras encontram-se positivas (42/672), seguido de ovos 
semelhantes a Ancilostomatídeos (5,05%; 34/672) e Trichuris sp. (1,19%; 8/672) (Tabela 1).  
A contaminação por ovos de HTS foi semelhante entre os três tipos de vegetais analisados 
neste estudo, uma vez que não houve associação estatística significante entre o tipo de vegetal e a 
contaminação por ovos de HTS (qui-quadrado: χ2 = 4.9896, p valor = 0.2884 ). Os valores de 
contaminação parasitária de 9,8% (33/334) foram registrados para a alface, 16,06% (40/249) para 









Tabela 1. Frequência de positividade (%) por espécies de ovos de HTS em alface, rúcula e coentro 
comercializados em sete cidades do Brasil 
 
Hortaliça No. de 
amostras 
Nº. e (percentagem) de amostras positivas  
Ascaris sp. Trichuris 
sp. 
Ovos similares a 
Ancilostomatídeos 
Total 
Alface 334 15(4,49%) 1(0,29%) 17 (5,08%) 33(9,8%)  
Rúcula 249 19(7,63%) 7(2,81%) 14 (5,62%) 40(16,06%) 
Coentro 89 8(8,9%) 0 (0) 3 (3,37%) 11(12,3%) 




34 (5,05%)*** 84 (12,5%)* 
*(chi-square, χ2 =3,7129, p value=0.4463), **(chi-square, χ2 =8,8874, p value=0.063),***(chi-square, χ2 =0,69331, p 
value=0.9522), ****(X-squared= 4,9896, df=4, p value=0,2884). 
 
 
Em relação às amostras de alface, os ovos de HTS mais frequentemente detectados nesta 
hortaliça foram os similares aos  de Ancilostomatídeos [5,08%, (17/334)], seguido pelos ovos de 
Ascaris sp. [4,49% (15/334)] e de Trichuris sp.  [0,29%, (1/334)]. Para todas as amostras de rúcula, 
os ovos de Ascaris sp. foram os mais predominantes, seguido dos ovos similares aos de 
Ancilostomatídeos [5,62%, (14/249)] e Trichuris sp. [2,81%, (7/249). Para as amostras de coentro, 
os ovos de Ascaris sp. foram os detectados mais frequentemente [8,98% (8/89)], seguido de ovos 
semelhantes aos de Ancilostomatídeos [3,37% (3/89)], enquanto que não foram encontrados ovos 
















Tabela 2. Frequência de positividade de ovos de HTS detectados em alface, rúcula e coentro pelos 





Cidade Estado No. e (percentagem) de amostras positivas 
Hortaliça 









L1* Campinas SP 54 9 (16,6)  
 
54 15 (27,7) 
 
54 9 (16,6) 162 33 (20,3) 
L2 Belo 
Horizonte 
MG 27 3 (11,1) 27 0 (0) - - 54 3 (5,5) 
L3 São Paulo SP 30 3 (10) 
 
14 0 (0) - - 44 3 (6,8) 
L4 Bauru SP 60 1 (1,6) 60 2 (3,3) - - 120 3 (2,5) 
L5 Campinas SP 48 0 (0) 44 0(0) - - 92 0 (0) 
L6 Ponta 
Grossa 
PR 60 10 (16,6) 30 20 (66,6) - - 90 30 (33,3) 
L7 Blumenau SC 20 3 (15) 20 3 (15) - - 40 6 (15) 
L8** Manaus AM 35 4 (11,4) - - 35  2 (5,71) 70 6 (8,5) 
  
Total 334 33 (9,8) 249 40 (16,06) 89 11 (12,3) 672 84 (12,5) 
* O laboratório 1 foi o único que processou os três tipos de vegetais 
** O Laboratório 8 foi o único que não processou amostras de rúcula. 
+  Metodologia padronizada por Matosinhos et al. (2016). 
 
De acordo com as frequências de positividade obtidas (Tabela 2), a cidade que apresentou 
uma percentagem maior para a presença de HTS nos vegetais avaliados foi Ponta Grossa com 
33,3%, seguido de Campinas 20,3%, Blumenau com 15%, Manaus 8,5%, São Paulo 6,8%, Belo 
Horizonte 5,5%, e Bauru 2,5%. As amostras processadas pelo L5 em Campinas não apresentaram 




Nos últimos anos, produtos contaminados foram reconhecidos em muitos surtos de 
alimentos em todo o mundo como veículo para agentes patogênicos (HUSSAIN e 
GOONERATNE, 2017). De acordo com Lynch et al. (2009), esta situação reflete uma 





uma crescente conscientização sobre o problema por parte da vigilância em saúde pública de muitos 
países (LYNCH et al, 2009). 
O processamento mínimo exigido para produtos frescos resulta em produtos alimentares 
que naturalmente transportam microrganismos, alguns dos quais podem ser potencialmente 
perigosos para a saúde humana (HARRIS et al, 2003). Entre estes, parasitos como protozoários e 
helmintos são comumente associados à ingestão de vegetais e frutas não cozidos ou mal lavados 
(ALUM et al., 2010). Para abordar este problema, em 2014, a Organização das Nações Unidas para 
a Agricultura e a Alimentacão (FAO) e a OMS apresentaram uma classificação de parasitos 
transmitidos por alimentos, com base em uma análise multicritério, levando em consideração 
estudos prévios e as necessidades de priorização de gerenciamento de risco. Helmintos como 
Ascaris sp. e Trichuris trichiura foram categorizados entre a lista dos 24 parasitos mais importantes 
em todo o mundo, e os legumes frescos foram incriminados como os principais alimentos 
relacionados à transmissão desses HTS. 
No Brasil, alguns estudos foram realizados sobre a qualidade microbiológica e segurança 
de vegetais (SOARES e CANTOS, 2006; ALVES et al, 2013; SILVA et al, 2015), no entanto, os 
métodos utilizados incluem técnicas para análise de material fecal ou água que foram adaptados 
para a análise de vegetais (MATOSINHOS et al, 2016).Até onde nosso conhecimento permite 
afirmar, esta pesquisa é o primeiro estudo a investigar a contaminação por ovos de HTS em 
hortaliças no Brasil, com uma metodologia padronizada que foi empregada por nove laboratórios 
de diferentes estados brasileiros para determinar a eficácia da recuperação de ovos de Ascaris sp 
em ensaios que foram realizados previamente, para cada laboratório. 
Os resultados obtidos neste estudo mostraram contaminação por ovos de HTS (12,5%) nas 
hortaliças (alface, rúcula e coentro) que são preferencialmente consumidos pela população, em sete 
cidades do Brasil. Esta pesquisa evidenciou contaminação com ovos de Ascaris sp., ovos 
semelhantes a Ancilostomatídeos e Trichuris sp. nesses vegetais que são oferecidos à venda ao 
público nos mercados. Estes resultados indicam que algumas das hortaliças vendidas nessas 
cidades estão fora dos padrões de higiene exigidos na legislação brasileira (Brasil, RDC 14/2014, 
Agência Nacional de Vigilância Sanitária) e mostram o risco contínuo de transmissão de parasitas 
intestinais relacionados com o consumo desses alimentos. 
Ao comparar os resultados obtidos neste estudo com os realizados no Brasil, há uma 





tipo de vegetais analisado e pela metodologia utilizada no exame parasitológico. No entanto, 
independentemente da sua frequência, os parasitos intestinais encontrados neste estudo não 
diferiram substancialmente daqueles descritos em outros estudos (COELHO et al., 2001; 
FALAVIGNA et al., 2005; SOARES e CANTOS, 2006; ALVES et al, 2013; SILVA et al, 2015; 
SILVA et al, 2016) 
Várias investigações foram realizadas tendo alface como amostras, pois este é o vegetal 
mais consumido pelos brasileiros (SOUZA et al., 2013). No nosso estudo, os ovos semelhantes aos 
de Ancilostomatídeos foram predominantes em amostras de alface, coincidindo com os achados de 
Soares e Cantos (2006), em Florianópolis, Santa Catarina e Esteves e Figueirôa (2009) em Caruaru, 
estado de Pernambuco. Nossas descobertas são contrárias a Santos et al. (2009) e Alves et al. (2013) 
que relataram que os ovos de Ascaris eram predominantes neste produto fresco, com positividade 
de 33% e 36,9%, respectivamente. Vários pesquisadores também relatam valores significativos de 
ovos de HTS em alface no estado de São Paulo (COELHO et al., 2001; TAKAYANAGUI et al., 
2007; GREGORIO et al., 2012) e Paraná (FREITAS et al., 2004; FALAVIGNA et al., 2005; 
FALAVIGNA et al., 2006). 
Nas amostras de rúcula, os ovos de Ascaris sp. foram predominantes. Resultados 
semelhantes foram obtidos por Maciel et al. (2004) em Brasília (DF). Há poucos relatos de 
contaminação por ovos de HTS no coentro, já que esse vegetal é consumido em poucos estados 
brasileiros. Um estudo realizado na cidade de Santo Antônio de Jesus, Estado da Bahia, mostrou a 
presença de ovos semelhantes aos de Ancilostomatídeos neste vegetal fresco (SILVA et al., 2016), 
um resultado semelhante ao nosso. 
Em relação às hortaliças frescas, o grau de contaminação varia de acordo com a forma e a 
superfície das folhas. Os vegetais folhosos, como a rúcula, têm superfícies irregulares que 
favorecem a aderência de ovos de HTS à superfície vegetal, tal contaminação pode ocorrer mesmo 
na fazenda ou quando o vegetal foi irrigado ou lavado com água contaminada (SAID, 2012). Além 
disso, as hortaliças com muitas folhas largas teriam um grande contato com o solo sendo mais 
expostas aos contaminantes (KOZAN et al., 2005). 
As principais fontes de contaminação dos vegetais estão relacionadas ao uso de esgoto na 
irrigação das culturas, contribuindo significativamente para a incidência de helmintoses (ENSINK 
et al., 2005; FUHRIMANN et al., 2016). A contaminação vegetal também pode estar relacionada 





de microrganismos por métodos de desinfecção padrão (LYNCH et al., 2009; Yaron e Römling, 
2014). Além da alta fecundidade de alguns helmintos, como Ascaris lumbricoides e Trichuris 
trichiura, a resistência dos ovos - que podem persistir no meio ambiente por meses ou anos - pode 
ser significativa para a contaminação de produtos frescos com HTS em áreas com climas quentes 
e úmidos (ROSTAMI et al., 2016). 
Os vegetais são amplamente produzidos no Brasil tanto para consumo local quanto para 
exportação para vários países. O Brasil é um país que apresenta grande diversidade agroecológica 
e uma grande produção de vegetais (TIVERON et al., 2012). Neste país, vários surtos relatados 
entre 2000 e 2014 foram associados ao consumo de hortaliças (Brasil, 2015). Por esta razão, é 
importante entender a ecologia dos agentes patogênicos sobre os produtos frescos. A pesquisa 
futura deve se concentrar em fatores que afetam a sobrevivência, a adesão e a internalização dos 
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 As conclusões desse estudo foram: 
 
1. A metodologia de filtração em membranas aplicada às amostras de água de retrolavagem dos 
filtros e águas das piscinas permitiu a detecção dos três protozoários patogênicos em estudo.  
2. A presença de cistos de Giardia nas piscinas públicas do município de Campinas foi confirmada 
tanto por método parasitológico como molecular.  
3. Oocistos de Cryptosporidium foram detectados em apenas duas piscinas públicas mediante 
técnica parasitológica, não sendo obtida a amplificação do DNA do parasito nas amostras 
analisadas. 
4. A detecção de estruturas semelhantes aos oocistos de T. gondii nas membranas visualizadas ao 
microscópio e a obtenção de produtos de amplificação somados à presença de gatos nas instalações, 
fornece evidência da presença desse protozoário nas piscinas examinadas. 
5. A combinação de resultados obtidos com técnicas parasitológicas e moleculares e os fatores 
epidemiológicos encontrados nas piscinas permitem inferir que existe um risco de aquisição das 
protozooses em questão para os  usuários que frequentam as piscinas incluídas nesse estudo. 
6. Ao considerar a eficiência média de recuperação alcançada por todos os laboratórios 
participantes no estudo inter-laboratorial, foi possível afirmar que a técnica proposta por 
Matosinhos et al. (2016) permitiu a recuperação de ovos de Ascaris suum independentemente da 
matriz vegetal analisada. 
7. O estudo inter-laboratorial representa uma contribuição significativa, uma vez que a mesma 
metodologia foi implementada e utilizada por diferentes laboratórios sendo possível a comparação 
de dados de desempenho para a metodologia proposta por Matosinhos et al (2016). 8.  Foi 
incentivada a adoção de um protocolo padronizado para a detecção de Ascaris sp. em hortaliças 
por vários laboratórios em diferentes estados do pais, onde a formação de recursos humanos 
especializados para análise parasitológica de produtos frescos, também representa uma 






9. Contaminação moderada por ovos de HTS foi verificada em sete cidades do Brasil, indicando 
que algumas das hortaliças vendidas nessas cidades estão fora dos padrões de higiene exigidos na 
legislação brasileira e mostram o risco contínuo de transmissão de parasitos intestinais relacionados 
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Anexo1. Parecer favorável e autorização para a realização do projeto de tese nas piscinas 










































































Anexo 2. Questionário aplicado aos funcionários responsáveis da manutenção e 































Nome do Ponto: No. De piscinas:
Responsável: Região/Bairro:
Horário de Funcionamento:
Origem da agua da piscina:
DESCRIÇÃO FISICA DAS PISCINAS
Coberta Descoberta Redonda Oval
Crianças Adultos Capacidade (metros cúbicos)
Coberta Descoberta Redonda Oval
Crianças Adultos Capacidade (metros cúbicos)
Coberta Descoberta Redonda Oval
Crianças Adultos Capacidade (metros cúbicos)
MANUTENÇÃO 
Onde é descarregada a água do Retrolavagem dos filtros?
Responsável:
pH Condutividade Bromo
Temp. Ambiente °C Temp. Água °C Ozônio
Nível de Cloro Alcalinidade Outros:
LUGARES PARA TOMA DE AMOSTRAS
PONTOS DE 
AMOSTRAGEM Agua de piscina Agua de Retrolavagem de filtros Outro? 
Observações
ATIVIDADES REALIZADAS NA PISCINA





















Retrolavagem dos filtros: Floculante Medição de parâmetros físico-químicos
Parâmetros medidos em campo




Cloro Total,  mg/L Cloro residual Livre, mg/L Cloro Residual Total, mg/L
Adultos Atletas Idosos Gestantes
Outro
PRESENÇA DE ANIMAIS NOS LOCAIS
Conhece alguma situação onde se realize um uso não autorizado da piscina? (por exemplo, ingresso de pessoas não autorizadas durante a noite), 
Qual?
Conhece alguma situação de saúde publica associado ao uso da piscina? (por exemplo, doenças gastrointestinais, ), Qual?
ANIMAIS
Alcalinidade Temperatura Outro
Cada quanto se troca toda a água da 
piscina?
Cistos de Giardia  spp. e Oocistos de Cryptosporidium , 
spp.
Escherichia co li , NM P/100 ml Turbidez, UNT Conductividade
Bactérias Heterótrofas, UFC/ mLColiformes Totais, NM P/100 ml





















PISCINA 3 Retangular Trampolins Borrifador Tobogã
Gato Lagartos Ratos Caramujos







































































Anexo 3. Instalações esportivas onde foram efetuadas as coletas das amostras de piscinas 
avaliadas, em períodos distintos, durante Novembro de 2015 a Dezembro de 2016, no 




































































NORTE 2 2 4 X X   
7 PE CARLOS GRIMALDI SUL 1 2 2     X 





LESTE 2 2 4 X X   





LESTE 2 2 4 X X   










14 FEF UNICAMP NORTE 2 6 12 X X X 
 












































































































































































































































































































































































































































































Eletroforese em gel de agarose (2%) dos produtos de DNA amplificados por PCR, usando os os primers de Appelbee 
(2003) para SSU rRNA de Giardia com evidência de positividade por imunofluorescencia. L: Ladder DNA; 46s 
(amostra positiva da piscina S a partir do sedimento); C +: controle positivo; Cn1: controle negativo da primeira reação 
de PCR; Cn2:  controle negativo da PCR aninhada. Os tamanhos dos produtos de amplificação foram consistentes com 












Eletroforese em gel de agarose (2%) dos produtos de DNA amplificados por PCR, usando os os primers de Cacciò e 
Lalle para  beta-giardina com evidência de positividade por imunofluorescencia. L: Ladder DNA; 21 e 1L (amostras 
positivas das piscinas H e E); C +: controle positivo; Cn1: controle negativo da primeira reação de PCR; Cn2:  controle 
negativo da PCR aninhada. Os tamanhos dos produtos de amplificação foram consistentes com os controles positivos 
de Giardia. Tamanho do fragmento amplificado de Giardia: ~ 511 pb. 
L 46i 46s 46L 52i 52L C+ C-1 C-2 L 
300pb 

























Eletroforese em gel de agarose (2%) dos produtos de DNA amplificados por PCR, usando os os primers de Sulaiman 
(2003), para  tpi com evidência de positividade por imunofluorescencia. L: Ladder DNA; 1,2,3,4,5 (amostras 
negativas); C +: controle positivo; Cn1: controle negativo da primeira reação de PCR; Cn2:  controle negativo da PCR 
aninhada. Os tamanhos dos produtos de amplificação foram consistentes com os controles positivos de Giardia. 











































Eletroforese em gel de agarose (2%) dos produtos de DNA amplificados por PCR, usando os os primers de Santin 
(2004), para  18S rRNA com evidência de positividade por imunofluorescencia. L: Ladder DNA; 1,2,3,4 (amostras 
negativas); C +: controle positivo; Cn1: controle negativo da primeira reação de PCR; Cn2:  controle negativo da PCR 
aninhada. Os tamanhos dos produtos de amplificação foram consistentes com os controles positivos de 






















Anexo 7. Fotografias dos ovos de helminto e das estruturas mais comumnete encontradas nas 









































Fotomicrografias das estruturas observadas nas amostras de hortaliças, no microscópio de luz . (A): Larva de 





































Fotomicrografias das estruturas observadas nas amostras de hortaliças, no microscópio de luz . (D): Ovo de Ascaris 





























Fotomicrografias das estruturas observadas nas amostras de hortaliças, no microscópio de luz . (G): Ovo de Ascaris 
sp larvado. (E) Cisto de Balantidium coli e (F): Tecameba 
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